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De nombreuses maladies chez lHomme sont causées par de puissantes toxines 
produites par des bactéries pathogènes. Il existe deux grands types de toxines 
bactériennes : les toxines membranolytiques et les toxines à activité intracellulaire.  
Les toxines membranolytiques agissent au niveau de la membrane plasmique de la cellule 
cible. Elles forment des pores ou désorganisent la membrane plasmique, ce qui conduit à la 
mort cellulaire. Plusieurs classes de toxines membranolytiques ont été répertoriées en 
fonction de leur activité: les toxines formatrices de pores, les toxines à activités détersives, 
les phospholipases et les sphingomyélinases. La plupart de ces toxines sont sous forme 
monocaténaire lorsquelles sont en solution et soligomérisent lors de leur interaction avec 
leur récepteur à la membrane plasmique.  
Les toxines à activité intracellulaire sont construites sur le modèle AnBm. B (pour 
« Binding ») est le fragment de la toxine qui contient toute la machinerie nécessaire à 
linternalisation de la toxine et délivre la composante à activité enzymatique A (pour 
« Activity ») ; n indique le nombre de fragments A liés à Bm et m précise létat 
doligomérisation du fragment B. Les toxines AB sont classées en trois groupes : (1) les 
toxines AB composées dun fragment A et dun fragment B uniques, telles que la toxine 
diphtérique et les neurotoxines clostridiales ; (2) les toxines AB5 ayant un fragment B 
pentamérique dont un exemple connu est la toxine pertussique ; et (3) les toxines AnB7, 
dont un exemple connu est le complexe toxique du charbon produit par Bacillus anthracis. 
La Figure 1 illustre quelques exemples de toxines à activité intracellulaire. 
Les toxines à activité intracellulaire sont généralement composées de 3 domaines 
structuraux. Chacun joue un rôle bien défini dans le processus dintoxication : 
• Le domaine de liaison au récepteur : il reconnaît le récepteur à la membrane 
plasmique de la cellule cible. 
• Le domaine de translocation : il permet le passage du domaine catalytique dans 
le cytosol de la cellule cible. 
• Le domaine catalytique : il porte lactivité de la toxine. Au moins six activités 
enzymatiques des domaines catalytiques ont été répertoriées. Ce sont des 
activités ADP-ribosyltransférase, dépurinase, déamidase, zinc-endopeptidase, 





Figure 1 : Exemples de toxines bactériennes à activité intracellulaire. Les trois principaux 
assemblages des modules A et B sont représentés ici : A1B1RT (R et T pour domaines de liaison au 
Récepteur et de Translocation respectivement), A1B5 et A3B7. Daprès Ménétrey et al., 2005. 
 
Le mode daction des toxines A1B1RT est schématisé Figure 2. Ces toxines sont 
synthétisées sous forme dune chaîne polypeptidique unique dont le clivage conduit à une 
toxine dite « active » dans laquelle les fragments A et B sont reliés par un pont disulfure. 
Dans la première étape de lintoxication, la toxine A1B1RT se lie à son récepteur à la 
membrane plasmique. Cela induit linternalisation de la toxine liée à son récepteur par 
endocytose. Il sagit très souvent dendocytose médiée par les puits recouverts de clathrine. 
Ensuite la toxine se retrouve dans le compartiment endosomal de la cellule cible. 
Lacidification de lendosome conduit à des changements conformationnels du domaine de 
translocation de la toxine AB pouvant aboutir à la formation dun état partiellement replié 
dit « molten-globule » comme observé pour le domaine de translocation de la toxine 
diphtérique (Chenal et al., 2002). Ce dernier est alors apte à interagir avec les membranes. 
Cette interaction peut conduire à la formation de canaux grâce auxquels le fragment A ou 
domaine catalytique passe dans le cytosol de la cellule cible. Sil ny a pas de canal formé 
dans la membrane de lendosome, il est probable que linteraction du domaine de 
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translocation avec la membrane la déstabilise suffisamment pour permettre au domaine 
catalytique datteindre le cytosol où il accomplira son activité.  
Létape dinteraction du domaine de translocation avec les membranes ainsi que les 
possibles changements conformationnels qui laccompagnent sont à ce jour très mal définis 
voire inconnus pour un grand nombre de toxines, dont la toxine botulique.  
 
 
Figure 2 : Schéma daction dune toxine de la 
famille AB daprès Montecucco et al., 1994. Les 
deux fragments A et B de la toxine active sont reliés 
par un pont disulfure. Laction dune toxine AB peut 
se résumer en 4 étapes. (1) Le fragment B se lie à 
son récepteur à la membrane plasmique. La toxine 
est internalisée par endocytose et se retrouve dans 
les endosomes. (2) Avec lacidification du 
compartiment endosomal, le fragment B se détache 
de son récepteur et subit des changements 
conformationnels pouvant mener à une forme dite 
« molten-globule » du domaine de translocation. 
Cette forme est apte à interagir avec la membrane 
endosomale pour former un canal ou la déstabiliser 
suffisamment (3) pour faire passer le fragment A 
dans le cytosol de la cellule cible. (4) Clivage du 
pont disulfure entre fragments A et B. Le fragment A 
atteint son substrat catalytique. 
 
La caractérisation des mécanismes daction de ces toxines permettrait de synthétiser des 
inhibiteurs spécifiques capables dagir même après internalisation de la toxine dans la 
cellule cible. Ainsi, ce type détude ouvre la voie à de nouvelles possibilités thérapeutiques 
spécifiques dont laction serait moins limitée dans le temps comme cest le cas des 
sérothérapies, car les anticorps ne peuvent entrer dans les cellules cibles. Ces toxines 
représentent également un danger dans le cas dune utilisation malveillante, doù la 
nécessité de savoir se prémunir de leurs effets de façon efficace après exposition à la 
toxine.  
Dautre part, certaines de ces toxines sont utilisées comme agents thérapeutiques. 
Cest notamment le cas de la toxine botulique. Cette dernière a pour effet de causer une 
paralysie flasque. Cette propriété est utilisée dans le traitement de nombreuses pathologies 
(blépharospasme, dysphonie spastique, myopathie orbitale, etc).Une autre possibilité 
dutilisation thérapeutique de ces toxines est la construction de protéines chimères ciblant 
spécifiquement des cellules malades, dans le cas de cancers par exemple.  
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A - LA TOXINE BOTULIQUE 
 
I - Historique du botulisme 
 
Le botulisme est une affection du système nerveux qui touche lhomme et les 
animaux. Il est le plus souvent dorigine alimentaire. Il cause des paralysies flasques. Le 
terme de botulisme a pour origine le mot latin botulus, désignant une saucisse. La première 
description détaillée des symptômes du botulisme a été rapportée par le médecin allemand 
Justinus Kerner en 1755 et 1789. Le nombre de cas observés suite à la consommation de 
saucisses, saccroît à la fin du XVIIIème et au début du XIXème siècle. Les recherches 
sorientent alors vers la présence de toxiques dans les saucisses. Des cas similaires sont 
observés en Russie suite à la consommation de poisson fumé. La nature bactérienne de 
cette affection est identifiée au XIXème siècle. Emile Van Ermengem isola pour la première 
fois en 1897 une bactérie anaérobie sporogène et toxinogène dun jambon ainsi que de 
lintestin et de la rate dune des trois victimes dun groupe de 34 musiciens contaminés en 
Belgique en 1895. Des échantillons de culture du bacille et de filtrats provoquent les 
mêmes symptômes chez des animaux et même la mort. Ainsi, Van Ermengem démontra 
lorigine toxinologique de la maladie et appela lorganisme Bacillus botulinus. Ce nest 
quen 1924 que le genre Clostridium apparaît afin de distinguer au sein des bacilles 
sporulants ceux qui sont aérobies (Bacillus) des anaérobies (Clostridium). La bactérie à 
lorigine du botulisme se nomme alors Clostridium botulinum. Les épisodes de botulisme 
qui suivirent ont permis de définir sept toxinotypes, nommés A à G, daprès les propriétés 
antigéniques des toxines. 
 
II - Les Clostridium 
 
Les neurotoxines botuliques (BoNTs) sont produites par plusieurs espèces de 
Clostridium. Le genre Clostridium regroupe les bacilles à Gram positif, anaérobies stricts 
sporulés. Initialement Clostridium botulinum désignait les bactéries capables de produire 
des BoNTs induisant une paralysie flasque chez lhomme et lanimal. Mais lespèce ainsi 
définie regroupait des souches aux caractéristiques physiologiques, biochimiques et 
génétiques très différentes. Des souches appartenant à dautres espèces de Clostridium sont 
capables de produire une BoNT et ont été isolées à la suite de cas de botulisme. Cest le 
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cas de certaines souches de Clostridium butyricum qui synthétisent BoNT/E et de certaines 
souches de Clostridium baratii qui produisent BoNT/F.  
 
Grâce à leurs spores résistantes aux conditions extrêmes (chaleur, sécheresse, 
radiation, oxygène), ces bactéries sont capables de survivre pendant de très longues 
périodes. Ainsi, les Clostridium sont largement distribués dans lenvironnement. Mais leur 
habitat est limité : la germination des spores et la prolifération bactérienne ne peuvent avoir 
lieu quen conditions anaérobies et en présence de nutriments. Les zones où les 
Clostridium neurotoxinogènes peuvent survivre doivent donc être suffisamment riches en 
matière organique et être anaérobies ou avec de faibles tensions en oxygène. 
Lhabitat principal de C. botulinum A, B, E, F, G est le sol et les sédiments marins ou 
deau de source. Les toxinotypes A et B sont surtout retrouvés dans les échantillons de sol, 
mais avec des localisations différentes. C botulinum A est prédominant dans la partie Ouest 
des Etats-Unis, en Amérique du Sud et en Chine, alors que C botulinum B est plus fréquent 
dans la partie Est des Etats-Unis et en Europe. C botulinum E a la capacité de se multiplier 
et de produire des toxines à basse température (8 °C). Il est rencontré préférentiellement 
dans les sédiments marins et deau douce, ainsi que dans le contenu intestinal des poissons 
des régions nordiques de lhémisphère Nord. C botulinum C et D ont une température 
optimale de croissance entre 30 °C et 40 °C, de plus ils sont exigeants en matière 
organique. Il en résulte une localisation dans des zones riches en matière organique des 
pays chauds. Les cadavres danimaux morts de botulisme ou porteurs de C botulinum dans 
leur tube digestif sont les principaux réservoirs de ces microorganismes. C butyricum et C. 
baratii sont des bactéries largement répandues dans lenvironnement (sols, sédiments, 
surface des végétaux, végétaux en décomposition, contenu intestinal de lhomme et des 




III - Modes de contamination du botulisme et formes cliniques 
 
III.1 - Modes de contamination 
 
Lapparition de pathologies dues à la production de neurotoxines par Clostridium 
est accidentelle chez les mammifères. La porte dentrée est généralement la voie orale ou 
tégumentaire à la faveur dune effraction cutanée. 
Le botulisme se caractérise par des paralysies neuromusculaires de type flasque. Les 
premiers signes sont oculaires (diplopie, troubles de laccommodation), puis des difficultés 
à la déglutition avec sécheresse de la bouche et constipation sinstallent. Ensuite, les nerfs 
crâniens sont atteints (paralysie de la face) puis les membres (fatigue, faiblesse puis 
paralysie généralisée). Ces troubles sont dus à une inhibition de la transmission 
cholinergique périphérique. Ils concernent aussi le système nerveux autonome. Dans les 
formes graves de botulisme la maladie évolue vers une asthénie et une paralysie de 
lensemble des muscles avec troubles respiratoires. La mort survient par insuffisance 
respiratoire, suite à une paralysie du diaphragme.  
Selon les modes de contamination, on distingue trois formes de botulisme chez lhomme. 
Lintoxication alimentaire survient après la consommation daliments contaminés 
par C. botulinum et dans lesquels la BoNT a été produite. Lingestion de la toxine 
préformée est suffisante pour provoquer les symptômes de la maladie. Le temps 
dincubation peut durer entre 5 h et 8 j, mais il est généralement compris entre 12 h et 36 h.  
Le botulisme néonatal résulte dune toxi-infection. Lingestion de spores ou de 
formes végétatives de Clostridium neurotoxinogènes peut dans certaines conditions, 
saccompagner dune multiplication bactérienne et de production de toxine dans le tube 
digestif. Habituellement, le tube digestif des adultes et celui des enfants de plus de 6 mois 
possèdent les défenses naturelles suffisantes pour empêcher la germination des spores et la 
multiplication de C. botulinum. Chez le nouveau-né, la flore intestinale est encore 
incomplètement constituée et fonctionnelle. Elle na pas ou peu deffet sur la croissance de 
C. botulinum et la germination des spores : cest le botulisme infantile. La toxi-infection 
botulique peut aussi survenir chez ladulte après perturbation de la flore intestinale par des 
agents anti-microbiens ou perte de lintégrité de la muqueuse par lésions ou inflammations 
chroniques. Ces phénomènes permettent une multiplication locale de C. botulinum.  
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La troisième forme, beaucoup plus rare, est le botulisme par blessure. Il survient par 
contamination de plaies profondes ayant une faible ouverture sur lextérieur, donc 
favorables au développement de bactéries anaérobies. La présence de tissus nécrosés 
stimule la croissance de C. botulinum en apportant les nutriments nécessaires. 
 
III.2 - Le botulisme humain 
 
Le botulisme humain est dû aux neurotoxines de type A, B, E produites par C. 
botulinum et C. butyricum et aux neurotoxines de type C et F de façon exceptionnelle. Le 
type A est à lorigine de la forme la plus grave de botulisme. La dose létale pour un 
homme adulte est estimée entre 0,1-1µg de BoNT/A par voie orale (la dose létale 50 est de 
1-5 ng/kg pour la souris). Le botulisme le plus fréquent en France est celui de type B, 
développé à la suite de consommation de jambon salé et non cuit ou de charcuteries 
familiales. Depuis quelques années on observe des cas de botulisme de type E. Ils sont 
consécutifs à la consommation de produits de la mer. Malgré lévolution des habitudes 
alimentaires favorisant la consommation de plats cuisinés achetés dans le commerce au 
détriment des conserves familiales, le nombre de cas de botulisme na pas diminué. En 
effet, les modes de conservation des aliments (emballage sous vide daliments frais ou 
pasteurisés et conservés réfrigérés) sont propices à la multiplication des souches de 
Clostridium neurotoxinogènes (Haeghebaert et al., 2002).  
 
III.3 - Le botulisme chez lanimal 
 
Les cas de botulisme déclaré chez les animaux restent néanmoins rares. C. 
botulinum C et D sont responsables du botulisme animal. C. botulinum C est responsable 
du botulisme chez les oiseaux et C. botulinum D du botulisme chez les mammifères et les 
bovins. La principale cause de botulisme animal est la toxi-infection dorigine alimentaire. 
Le botulisme animal ne fait pas lobjet dune surveillance aussi précise que le botulisme 
humain. En France, le botulisme de type C cause de lourdes pertes parmi les oiseaux 
sauvages, en particulier les canards et autres oiseaux aquatiques en saison chaude et sèche. 
Les cadavres doiseaux porteurs de C. botulinum ou morts de botulisme constituent le 
principal véhicule du microorganisme aux autres oiseaux. Des foyers sont également 
répertoriés sporadiquement dans les élevages. La contamination est dans ce cas, 
vraisemblablement due à la consommation daliments contenant des farines de viandes. 
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Mais les aliments végétaux peuvent également être porteurs de cette bactérie puisquelle se 
développe également dans les sols. La situation du botulisme bovin est actuellement 
endémique dans les régions Ouest de la France. 
 
IV - Les complexes botuliques 
 
IV.1 - Composition 
 
Les BoNTs sont libérés dans le milieu sous forme de complexes. Elles sont 
associées à des protéines non toxiques (ANTPs Associated Non Toxic Proteins). Ces 
complexes contiennent une protéine appelée « non toxique non hémagglutinine » (NTNH) 
et des protéines aux propriétés hémaglutinantes (HA). BoNT sassocie à NTNH pour 
former des complexes de tailles différentes. Ainsi existe-t-il des complexes dits 12S, 16S et 
19S. Le complexe 12S est composé de la toxine et dune protéine NTNH, sa masse est 
denviron 300 kDa. Le complexe 16S, dit complexe de grande taille (500 kDa), contient en 
plus de la protéine NTNH, 2 protéines aux propriétés hémagglutinantes. Enfin, le 
complexe 19S (900 kDa) est observé chez C. botulinum A. Ce dernier résulte 
probablement de la dimérisation de complexes 16S qui seraient reliés de façon non 
covalente par une protéine HA. 
Les complexes sont différents selon le type de toxine et de souche. Ainsi, chez C. 
botulinum A des complexes 12S, 16S et 19S ont été observés, alors que seuls des 
complexes 12S et 16S sont observés chez C. botulinum B, C et D. Seul le complexe de 
type 12S est observé chez C. botulinum E et F et chez C. botulinum G seul le complexe 
16S existe. Le complexe botulique de BoNT/D est schématisé dans la Figure 1a. 
Il existe quatre types de protéines HA : HA1, HA2, HA3a et HA3b. HA3a et 3b résultent 
du clivage dune chaîne polypeptidique unique HA3 ou HA70. Pour le sérotype BoNT/A 
HA1 est appelée HA35, HA2 : HA15, HA3a : HA19-20 et HA3b : HA-52. Ces 
nomenclatures font référence à la masse moléculaire de la protéine concernée. 
Lorigine et la fonction des complexes botuliques sont encore mal définies. Les protéines 
NTNH pourraient protéger les BoNTs de lacidité gastrique et des protéases digestives. En 
effet, il semble que des pHs alcalins soient nécessaires pour dissocier les BoNTs des 
protéines non toxiques associées. Dautre part, le complexe de 900 kDa observée chez C. 
botulinum A est résistant à la protéolyse. Etonnamment, exposés séparément à des 
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conditions similaires à celles du tractus digestif, les composantes non toxiques et les 
toxines sont dégradées. Il semble que chacun se protège mutuellement des agressions 
gastro-intestinales (Chen et al., 1998). 
 
Figure 3 : Schéma des complexes botuliques et du trajet suivi par le complexe botulique lors de 
son ingestion. (a) Schéma de larrangement dun complexe 16S de la toxine BoNT/D (Suzuki et al., 
2005). Le complexe comprend une molécule de neurotoxine (bleu), une molécule de protéine 
NTNH, deux molécules HA3 (rouge), quatre molécules HA1 (marron) et quatre molécules HA2 
(orange). Le complexe 12S est un hétérodimère de BoNT et NTNH. (b) Chemin suivi par les 
complexes botuliques de la lumière intestinale jusquau cytosol dun motoneurone. Les toxines 
botuliques ingérées par voie alimentaire, doivent traverser la barrière intestinale pour causer la 
maladie. Après absorption par lintestin grêle, les complexes passent dans le système lymphatique 
puis dans la circulation sanguine. Dans la lymphe et le sang les neurotoxines sont dissociées de 
leur complexe et se lient finalement à une terminaison nerveuse où elles agissent. Linhibition de la 
libération de neurotransmetteur se fait en quatre étapes : (1) liaison à la membrane plasmique, (2) 
internalisation, (3) translocation dans le cytosol de la cellule cible, (4) clivage dune protéine 
SNARE. Daprès Fujinaga, 2006.  
 
IV.2 - Passage de la barrière intestinale  
 
La BoNT se lie à un récepteur à la membrane plasmique apicale des entérocytes. Le 
complexe toxine-récepteur est transporté jusquà la membrane baso-latérale par un 
transport vésiculaire. La toxine passe alors dans le milieu extracellulaire par exocytose. Le 
récepteur à la membrane apicale est encore inconnu. Ce phénomène de transcytose permet 
à la BoNT de franchir la barrière digestive et datteindre la circulation sanguine et 
lymphatique pour ensuite se disséminer dans lorganisme (Fig. 3b). Le rôle des ANTPs 
dans le passage de la barrière intestinale est sujet à controverse.  
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Deux hypothèses sont proposées. La première hypothèse propose que les HA jouent 
le rôle de domaine de liaison au récepteur de la membrane apicale des entérocytes 
(Fujinaga et al., 1997) (Fujinaga et al., 2004). En effet, HA1 et HA3b sont capables de se 
lier à certains glycoconjugués présents à la surface des cellules. Il est probable que cette 
liaison soit à lorigine de linternalisation. De plus, ces protéines HA ont des spécificités 
différentes ce qui laisse supposer que lactivation de linternalisation doit avoir lieu en 
plusieurs étapes (Fujinaga 2006). 
Lautre hypothèse propose que ce soit dans la BoNT elle-même que se trouve le domaine 
de liaison au récepteur à la membrane apicale des entérocytes (Maksymowich & Simpson 
2004). Dautre part, des études ont montré que BoNT/A seule peut être absorbée 
efficacement à partir de lestomac et que les protéines auxiliaires ne sont pas requises 
(Maksymowych et al., 1999). Le domaine de liaison au récepteur de la toxine est impliqué 
dans le passage de la toxine au travers de la barrière intestinale (Maksymowych & 
Simpson 1998). Sa liaison à un récepteur à la membrane apicale des entérocytes entraîne 
linternalisation de la toxine. De plus, il semble que les gangliosides de type GD1b et 
GT1b jouent le rôle de récepteur à la membrane plasmique (Couesnon et al., 2007). 
Une fois la barrière intestinale passée, la neurotoxine se retrouve dans la circulation 
systémique libérée de son complexe. Elle va finalement arriver à une terminaison nerveuse 
motrice au niveau de laquelle elle sera internalisée et exercera son activité. 
 
V - La toxine botulique 
 
Les sept sérotypes de BoNT sont synthétisés par des bactéries du genre 
Clostridium. Ils présentent également une grande conservation de la séquence en acides 
aminés (Lacy & Stevens 1999) bien que présentant chacun des propriétés antigéniques 
différentes. Ces toxines appartiennent à la famille des toxines dites A1B1RT et leur masse 
molaire est denviron 150 kDa. Elles possèdent trois domaines distincts de 50 kDa, dont 
chacun porte une activité qui lui est propre : le domaine de liaison au récepteur à la 
membrane plasmique (R), le domaine de translocation (T) et le domaine catalytique. 
Synthétisée sous la forme dune chaîne polypeptidique unique, la toxine ne sera « active » 
quaprès clivage protéolytique post-traductionnel. Les deux chaînes polypeptidiques 
résultantes sont nommées Chaîne Légère (L) et Chaîne Lourde (H). Elles sont reliées de 
façon covalente par un pont disulfure (C430-C454 pour BoNT/A). La Chaîne Légère est 
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constituée du domaine catalytique qui est une métalloprotéase, la Chaîne Lourde comprend 
le domaine de translocation (HN) et le domaine de liaison au récepteur (HC). Si on se réfère 
à la nomenclature des toxines bactériennes à activité intracellulaire, la Chaîne Légère 
correspond au fragment A et la Chaîne Lourde au fragment B. La structure 




Figure 4 : Représentation de la structure 
cristallographique de BoNT/A (Lacy et al., 
1998). En rouge, le domaine catalytique, en 
vert : le domaine de translocation, en bleu le 
domaine de liaison au récepteur. 
 
 
La toxine agit au niveau des jonctions neuromusculaires (Fig. 5). Le clivage de protéines 
SNAREs (Soluble NSF Associated protein Receptors) par le domaine catalytique a pour 
effet dempêcher la fusion des vésicules synaptiques avec la membrane présynaptique. 
Cela a pour conséquence dempêcher la libération dacétylcholine. Chaque type de BoNT 




Figure 5 : Mécanisme daction et spécificités des différents toxinotypes de BoNT. (1) Liaison au 
récepteur à la membrane plasmique du domaine de liaison au récepteur (HC). (2) Internalisation 
de la toxine, routage vers lendosome. (3) Interaction du domaine T (HN) avec la membrane de 
lendosome et translocation du domaine catalytique (LC) (4) clivage de SNARE ayant pour 
conséquence linhibition de la libération de neurotransmetteur dans la fente synaptique. (Daprès 
Turton et al., 2002) 
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VI - Mode daction de la toxine botulique 
 
Le mode daction de la toxine botulique est commun à celui des toxines 
bactériennes à activité intracellulaire (Lalli et al., 2003). Il peut être décomposé en quatre 
grandes étapes : (1) la liaison à un récepteur à la membrane plasmique dun neurone, (2) 
internalisation par endocytose de la toxine, (3) translocation de la Chaîne Légère à travers 
la membrane de lendosome dans le cytosol de la cellule cible, (4) action enzymatique 
conduisant à linhibition de la libération de neurotransmetteur.  
 
VI.1 - Liaison de la toxine botulique à son récepteur. 
 
La toxine botulique se lie à son récepteur à la membrane plasmique par son 
domaine de liaison au récepteur. Cette liaison nécessite la présence de gangliosides de la 
série GD1b et GT1b pour les BoNT/A et BoNT/B. (Nishiki et al., 1996). Le récepteur à la 
BoNT/A a été identifié plus récemment (Dong et al., 2003 et 2006) (Mahrhold et al., 
2006). Il sagit de SV2 (isoformes A, B et C), une protéine impliquée dans la régulation de 
la taille des vésicules synaptiques. Les synaptotagmines I et II sont les récepteurs 
protéiques à la membrane plasmique des cellules neuronales pour les BoNT/B et BoNT/G 
(Rummel et al., 2004) (Nishiki et al., 1994 et 1996). Cest ce double récepteur à la 
membrane plasmique (protéique et lipidique) qui est à lorigine de la très grande spécificité 
des neurotoxines botuliques pour les terminaisons nerveuses (Montecucco et al., 2004). 
Des modèles sont proposés daprès les structures cristallographiques obtenues après co-




Figure 6 : Modèle représentant BoNT/B lié à son 
récepteur sur la membrane présynaptique. BoNT/B 
est lié à son double récepteur : la synaptotagmine II 
(Syt-II) et à un ganglioside (GT1b) par la partie C-
terminale de la chaîne lourde (le domaine de liaison 




Une autre étude par cristallographie propose, tout comme Chai et ses collaborateurs que 
BoNT/B pénètre les neurones via les vésicules synaptiques (Jin et al., 2006). Dautre part, 
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il a été montré que lentrée de la toxine botulique dans la cellule se fait de façon 
concomitante à lactivité synaptique. En effet, des synapses actives, sont plus sensibles aux 
neurotoxines botuliques que celles au repos. Schiavo résume les hypothèses actuelles 
concernant la liaison de BoNT/B au neurone (Schiavo, 2006). Dans la première hypothèse, 
la toxine entre directement dans les vésicules synaptiques « fusionnées » à la membrane 
présynaptique et le complexe BoNT/B-SytI/II-ganglioside se forme alors. Une deuxième 
hypothèse propose que ce complexe ternaire se forme à la surface de la terminaison 
nerveuse et est ensuite transféré vers une vésicule synaptique. Mais il se peut également 
que le complexe se forme après fixation de BoNT/B à une synaptotagmine restée à la 
membrane et soit ensuite transféré dans le lumen dune vésicule synaptique (Fig. 7). 
Le cycle dendocytose/exocytose des vésicules synaptiques à une terminaison nerveuse est 
présenté dans la Figure 8. La toxine botulique pourrait entrer dans la terminaison nerveuse 
lors de lendocytose de la vésicule par la voie des puits recouverts de clathrine. Elle serait 
ensuite acheminée jusque dans lendosome où lacidification du pH lactiverait. Cela 
pourrait expliquer la plus grande efficacité de la toxine botulique sur des synapses actives, 
lorsque les phénomènes dexocytose/endocytose sont très fréquents.  
 
 
Figure 7 : Internalisation de BoNT/B à la membrane présynaptique :a : BoNT/B entre 
directement dans la vésicule synaptique et forme le complexe requis pour son internalisation. b : 
BoNT/B se lie tout dabord au polysialoganglioside puis le complexe est transféré dans la vésicule 
synaptique. c : le complexe est formé à la membrane. Il est ensuite transféré dans la vésicule 





Figure 8 : Cycle dexocytose-endocytose des vésicules synaptiques à une terminaison nerveuse. 
Les neurotransmetteurs (NT) sont accumulés dans le lumen de la vésicule synaptique grâce à un 
processus dépendant du gradient de pH créé par une pompe à proton. La vésicule synaptique se 
déplace ensuite le long du cytosquelette. Une portion des vésicules synaptiques se lie ensuite à la 
face cytosolique de la membrane présynaptique via des interactions protéine/protéine dans une 
zone dite active. Cette phase de liaison à la membrane présynaptique se fait en plusieurs étapes 
aboutissant à lamarrage de la vésicule synaptique à la membrane grâce au complexe trans-
SNARE. Les vésicules ainsi « amarrées » sont capables de lier le Ca2+ et de fusionner avec la 
membrane. Lendocytose de la vésicule synaptique après fusion se fait par la voie des puits 
recouverts de clathrine. La vésicule est ensuite recyclée dans les endosomes. Daprès Schiavo et 
al., 2000.  
 
VI.2 - Internalisation et trafic intracellulaire de la toxine botulique 
 
Le mécanisme régissant cette étape de laction de la toxine botulique reste putatif à 
ce jour. Les hypothèses sont en grande partie fondées sur les connaissances que lon a des 
mécanismes daction des toxines A1B1RT. Après liaison à son double récepteur 
membranaire (ganglioside+protéine), la toxine botulique continue son parcours dans les 
endosomes. Le mécanisme de translocation du domaine catalytique dans le cytosol nest 
pas complètement élucidé. La toxine botulique appartient à la famille des toxines 
bactériennes à activité intracellulaire et présente des similarités structurales et 
fonctionnelles avec certaines dentre elles. Parmi ces toxines, la toxine diphtérique est très 
bien caractérisée. Elle est internalisée par la voie des puits recouverts de clathrine puis va 
dans les endosomes. Cest lors de lacidification du pH endosomal que le domaine de 
translocation de la toxine diphtérique subit des changements conformationnels et acquiert 
sa conformation active capable dinteragir avec les membranes. Cette dépendance en pH 
qui régit lactivité de la toxine diphtérique est commune à certaines toxines bactériennes à 
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activité intracellulaire (Ménétrey et al., 2005) dont lanthrax (Krantz et al., 2006) et 
lexotoxine A de Pseudomonas (Méré et al., 2005). 
Contrairement à la toxine diphtérique, le chemin parcouru par la toxine botulique 
dans la terminaison nerveuse est très mal connu. Cependant certains résultats 
expérimentaux tendent à montrer le passage de la toxine botulique dans les endosomes. 
Linhibition de la pompe à protons (Fig. 8) nécessaire à lacidification du pH endosomal 
par la bafilomycine A1 protège le muscle de laction de la toxine à condition que la drogue 
ait été administrée avant ou de façon concomitante à  ladministration de la toxine 
(Simpson et al., 1994). Des études plus récentes montrent que la fonction de la toxine 
botulique, plus particulièrement létape de translocation de la chaîne légère, est régulée par 
le pH (Koriazova & Montal, 2003), (Fischer & Montal, 2007a). 
Il est vraisemblable que suite à lacidification du pH le domaine de translocation de la 
toxine botulique devienne actif, c'est-à-dire apte à interagir avec les membranes lipidiques. 
Cette interaction déstabiliserait suffisamment la membrane de lendosome pour permettre 
le passage du domaine catalytique dans le cytosol. Il a été montré que la toxine 
diphtérique, tout comme la toxine botulique sont capables de former des canaux dont les 
diamètres sont définis (Hoch et al., 1985), (Parikh & Singh, 2007), (Fischer & Montal, 
2007a), (London, 1992), (Silverman et al., 1994). La visualisation de ces canaux par 
microscopie électronique suggère que leur formation nécessite loligomérisation de BoNT 
pour former un tétramère (Schmid et al., 1993). Dautre part, des études ont permis de 
déterminer des segments amphiphiles de la chaîne lourde potentiellement capables de 
sinsérer dans une bicouche lipidique : trois séquences ont ainsi été déterminées (595-614, 
627-645, 648-691) (Lebeda & Olson, 1994). Il a été montré quun peptide appartenant à un 
de ces segments est capable de sinsérer dans les membranes. Ce peptide sétend de lacide 
aminé 659 à lacide aminé 681 selon la numérotation dans la toxine entière (Oblatt-Montal 
et al., 1995) (Fig. 9). Il est remarquable de constater que ce peptide nest pas situé dans une 
hélice alpha du domaine de translocation mais dans une région qui nest pas structurée. Ce 
peptide, probablement après oligomérisation, participe à la formation de canaux dans des 
bicouches planes. La structure cristalline de BoNT/A (Lacy & Stevens, 1998), ne permet 




Figure 9 : Domaine de translocation de la 
toxine botulique (BoNT/A PDB Id. 3BTA). 
Les tryptophanes sont colorés en gris et la 
région transmembranaire (659-681) en bleu 




La taille des canaux ne permet pas le passage du domaine catalytique dans sa structure 
native. Ce dernier subirait des changements conformationnels importants afin de pouvoir 
passer dans le cytosol de la cellule cible (Bade et al., 2004). Dautre part, il est proposé que 
la partie de la chaîne lourde en dehors de la membrane aurait une action de type « protéine 
chaperonne » permettant le repliement correct de la chaîne légère dans le cytosol 
(Koriazova & Montal, 2003). Des chaperonnes fonctionnant indépendamment de 
lhydrolyse dATP ont été décrites dans la littérature. Ainsi, les auteurs comparent-ils la 
partie du domaine de translocation qui dépasse de la membrane à la préfoldine. La 
préfoldine est une protéine constituée de coiled-coil dhélices α , qui sous forme 
hexamérique assiste le repliement de peptides en cours de synthèse et qui in vitro joue le 
même rôle que la chaperonne HSP70 (Siegert et al., 2000). Dautre part, il semble que la 
chaîne légère de la neurotoxine botulique de type A subisse des changements 
conformationnels à 37 °C conduisant à lapparition dun état dit « pré-molten globule » 
appelé PRIME (Pre-Imminent Molten-globule Enzyme). Cet état serait compétent pour la 
translocation au travers du pore formé par la partie N-terminale de la chaîne lourde 
(Kukreja & Singh, 2005). Dans cet article les auteurs montrent également que cet état 
partiellement déplié du domaine catalytique est plus actif que létat natif dun point de vue 
catalytique. Le dépliement partiel de la chaîne légère permettrait donc non seulement son 
passage dans le cytosol de la cellule cible, mais aussi son activation. Avec sur la face 
cytosolique de la membrane de lendosome la partie du domaine de translocation qui 
jouerait le rôle de chaperonne indépendante de lATP, dont le rôle serait daider à replier 
partiellement la chaîne légère dont le passage à travers le pore formé nécessite au moins la 
perte de sa structure tertiaire. 
Des études plus récentes menées sur BoNT/A et BoNT/E par le groupe de Montal 
(Fischer & Montal, 2007a et 2007b) étudient la dynamique des neurotoxines botuliques 
lors de leur translocation en utilisant des cellules neuronales excisées. Les mesures de 
dynamique sont effectuées grâce à la technique de patch-clamp. Les auteurs montrent que 
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la conductance du canal formé par la BoNT dans les membranes évolue au cours du 
passage de la chaîne légère, donc dans le temps. Le mécanisme de translocation des 
BoNT/A et E diffère. Si dans les deux cas, linteraction entre la chaîne lourde et la chaîne 
légère est requise, le clivage du pont disulfure entre les deux chaînes est nécessaire à la 
translocation du domaine catalytique de BoNT/E. Le rôle du pont disulfure reliant chaînes 
lourde et légère est étudié plus précisément notamment pour la BoNT/A (Fischer & 
Montal, 2007b). La réduction du pont disulfure reliant les deux chaînes légère et lourde de 




Figure 10 : Translocation de la chaine légère au travers du canal formé par la chaine lourde de 
BoNT/A. (1) BoNT/A avant son interaction avec la membrane. (2) vue schématique de la chaîne 
lourde de BoNT/A insérée dans la membrane. (3) et (4) translocation de la chaîne légère 
partiellement dépliée. (5) libération de la chaîne légère dans le cytoplasme après réduction du pont 
disulfure. Daprès Fischer & Montal, 2007a. 
 
Les auteurs proposent un modèle dans lequel la translocation nécessite des 
interactions étroites entre les deux chaînes (Fig. 10). La chaîne lourde jouant le rôle de 
protéine chaperonne empêchant lagrégation de la chaîne légère. Une fois de plus, le pH 
régule ces phénomènes. 
 
VI.3 - Activité enzymatique de la chaîne légère 
 
Lactivité catalytique de la chaîne légère des BoNTs a pour conséquence 
linhibition de la libération de neurotransmetteur dans la fente synaptique (Humeau et al., 
2000). Pour ce faire, le domaine catalytique clive de façon spécifique une protéine de la 
famille SNARE (Soluble NSF Associated protein Receptors). Les chaînes légères des 8 
types de neurotoxines sont des métalloprotéases à zinc, contenant le motif conservé His-
Glu-X-X-His correspondant au site enzymatique et donc essentiel à lactivité de la toxine 
(Schiavo et al., 1992), (Kurazono et al., 1992). Elles clivent spécifiquement en des sites 
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distincts trois types de SNAREs impliquées dans la formation des complexes SNARE 
(Fig. 11, Tableau 1) nécessaires à la fusion des vésicules synaptiques avec la membrane 
présynaptique. Il sagit de la protéine transmembranaire des vésicules synaptiques : VAMP 
(Vesicle Associated Membrane Protein) ou synaptobrévine et des protéines associées à la 
membrane présynaptique : SNAP25 (Synaptosomal Associated Protein of 25 kDa) et 
syntaxine. Les protéines SNAREs appartiennent à la machinerie dexocytose de la synapse 
(Fig. 10). Elles forment un complexe ternaire servant de récepteur aux protéines SNAP 
(Soluble NSF Attachment Protein) et NSF (N-ethylmaleimide-Sensitive Factor). Le clivage 
des SNAREs, avant formation du complexe SNARE, empêche la fusion des vésicules 
synaptiques avec la membrane présynaptique ce qui a pour conséquence le blocage de la 
libération de neurotransmetteur dans la fente synaptique. 
BoNT/B, BoNT/D, BoNT/F et BoNT/G clivent la VAMP. BoNT/A et BoNT/E 
clivent SNAP25 et BoNT/C clive la syntaxine et SNAP25 (Tableau 1). Les protéines 
SNAREs ne peuvent être clivées par la BoNT lorsquelles sont sous forme de complexe. 
Les sites de clivage sont vraisemblablement masqués dans ce cas (Hayashi et al., 1994) 
(Sutton et al., 1998). 
Le processus dexocytose au niveau du bouton synaptique est représenté dans la 
Figure 12. Les vésicules synaptiques sont accumulées à proximité de la membrane 
présynaptique (Fig. 12A). Dans un deuxième temps, elles vont sarrimer à la membrane 
présynaptique dans une zone proche des canaux calciques (Fig. 12B) et le complexe 
SNARE se forme (Fig. 12C). La dépolarisation de la membrane présynaptique entraîne une 
entrée massive dions Ca2+ qui va induire la réorganisation du complexe SNARE et la 
fusion de la vésicule synaptique avec la membrane présynaptique et la libération du 
neurotransmetteur (Fig. 12D1). Les toxines botuliques exercent leur activité catalytique 
avant ou pendant létape darrimage des vésicules synaptiques, avant formation du 
complexe SNARE. Il en résulte la formation de complexes SNARE non fonctionnels ; la 




Figure 11 : Modèle hypothétique de complexes de 
protéines SNAREs. La formation de ces complexes est 
un préalable indispensable à la fusion des vésicules 
synaptiques avec la membrane présynaptique. Les 
protéines SNAREs sassocient en complexe sous forme 
de quatre hélices alpha : syntaxine (rouge), 
synaptotagmine (vert), synaptobrévine ou VAMP 
(bleu). Les sites de clivage des différentes BoNTs et de 
la toxine tétanique (TeNT) sont représentés.  








Tableau 1 : Cibles des différentes 









Figure 12 : Les différentes étapes du processus dexocytose. Daprès Humeau et al., 2000. 
A. Les vésicules synaptiques saccumulent à proximité de la membrane présynaptique. B et C Les 
vésicules synaptiques sarriment à la membrane présynaptique. La dépolarisation de la membrane 
plasmique entraîne une entrée massive de Ca2+ qui est capté par la synaptotagmine. Cela induirait 
un changement de conformation du complexe SNARE : cest létape dite de maturation. La 
vésicule est alors capable de fusionner avec la membrane présynaptique. (D1) et de libérer son 
contenu dans la fente synaptique. D2 représente une coupe de la vésicule synaptique au stade D1. 
Les neurotoxines interagissent avec les SNAREs (VAMP, SNAP25 et synaptotagmine) avant ou 
pendant larrimage de la vésicule synaptique à la membrane. Les neurotoxines ne peuvent pas 
cliver les SNAREs lorsque le complexe est formé. Cependant, le clivage des SNARE nempêche 




VI.4 - Le domaine de translocation de la toxine botulique 
 
Le domaine de translocation de la toxine botulique constitue la partie N-terminale 
ou HN de la chaîne lourde. Cest cette partie de la toxine qui jouerait un rôle prépondérant 
dans le passage de la chaîne légère jusque dans le cytosol. Sa structure est très différente de 
celle observée pour dautres toxines dont le mode daction est similaire et passe par la 
formation dun pore pour la translocation du domaine catalytique. Il est constitué de quatre 
longues hélices α  dont la longueur est denviron 105 Å (Fig. 13B). Sa séquence et sa 
structure sont très conservées parmi les neurotoxines clostridiales. La région qui est prédite 
pour la formation du pore nest pas une hélice α et elle est située à la surface de la toxine 
dans le cas de la BoNT/A (Oblatt-Montal et al., 1995). Une autre de ses particularités 
provient aussi de la boucle (résidus 492 à 545 dans la BoNT/A) qui entoure le domaine 
catalytique et probablement ferme partiellement laccès au site actif du domaine 
catalytique. Cela laisse raisonnablement supposer que cette boucle, outre son rôle potentiel 
dinhibiteur de la métalloprotéase (Brunger et al., 2007) a un rôle à jouer dans la 
translocation du domaine catalytique vers le cytosol de la cellule cible.  
Toutes ces caractéristiques structurales originales du domaine de translocation laissent à 
penser que le mécanisme dinteraction avec la bicouche lipidique et le mécanisme de 
formation de pores de cette toxine sont différents de ceux observés jusquici pour les 
toxines de la même famille (Lalli et al., 2003), (Ménétrey et al., 2005). 
 
A           B           C 
Figure 13: Représentation des trois protéines recombinantes Ts (A), Tm (B) et Tl(C) 
Daprès la structure cristallographique de BoNT/A entière, PDB Id 3BTA. 
 
Nous avons choisi de travailler avec trois « formes » du domaine de translocation 
de BoNT/A sous forme de protéines recombinantes (Fig. 13). Tm (m pour medium) 
(Fig. 13B) est la protéine recombinante correspondant au domaine de translocation lorsque 
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la toxine est « active ». Tl (pour long) (Fig. 13C) est le domaine de translocation lorsque la 
toxine est encore une chaîne polypeptidique unique et Ts (s pour Short) (Fig. 13A) est le 
domaine de translocation sans la boucle enserrant le domaine catalytique dans la toxine 
entière. Ainsi, létude de ces protéines permettra de déterminer le mode dinteraction du 
domaine de translocation avec les membranes lipidiques et les éventuels changements 
conformationnels nécessaires à cette interaction. Et ce, tout en déterminant le rôle de la 




B - LES MEMBRANES BIOLOGIQUES 
 
I  Le modèle de la mosaïque fluide 
 
Dans les membranes biologiques les lipides sorganisent en bicouches planes 
asymétriques dans lesquelles sont incorporées des protéines. Les diverses études réalisées à 
partir de membranes modèles ont permis de mieux comprendre lorganisation des 
phospholipides des membranes plasmiques naturelles. Cependant, même si la membrane 
plasmique des érythrocytes est bien caractérisée, il reste de nombreuses questions 
concernant lorganisation et le rôle des constituants des membranes plasmiques. 
Les membranes plasmiques des eucaryotes jouent de nombreux rôles dans la vie dune 
cellule : 
1) Ce sont des barrières imperméables séparant les milieux externes et internes de la 
cellule tout en permettant des échanges contrôlés entre les deux compartiments. 
2) Leur surface externe comporte des sites de reconnaissance spécifiques 
(oligosaccharides, protéines) assurant la réception de signaux moléculaires de 
différentes origines. 
3) Elles contiennent des enzymes, sites dactivité biochimique. 
4) Elles sont parfois capables dadapter leur forme, comme dans le cas des globules 
rouges, ou de résister à des cycles de contraction-relaxation comme dans le cas des 
cellules musculaires. 
 
La membrane plasmique des cellules eucaryotes est constituée de lipides 
(phospholipides, glycolipides et cholestérol) et de protéines. Comme toutes les membranes 
biologiques, elle est globalement organisée comme le modèle de la « mosaïque fluide » 
proposé par Singer et Nicholson en 1972. Dans ce modèle représenté dans la Figure 14, 
toute membrane est constituée de deux monocouches ou feuillets de phospholipides 
formant la bicouche dans laquelle les chaînes aliphatiques se font face. Les têtes polaires 




Figure 14 : Vue schématique de la membrane plasmique dune cellule eucaryote. Daprès 
Biologie moléculaire de la cellule. 3ème édition. Edition Flammarion Médecine-Sciences. Alberts et 
al., 1989. 
 
Les protéines intégrales ou intrinsèques traversent la membrane. Leurs séquences 
hydrophobes leur permettent dêtre dissoutes dans le cur hydrophobe de la membrane. 
Les protéines périphériques sont quant à elles associées à la membrane, par des interactions 
de faible énergie, établies avec les têtes polaires des lipides ou avec les régions dépassant 
de la membrane de protéines intrinsèques. Des protéines sont aussi localisées à lextérieur 
de la membrane, mais reliées de façon covalente à celle-ci via un 
glycophosphatidylinositol. La phase lipidique des membranes biologiques est fluide dans 
les conditions physiologiques et permet donc le déplacement  latéral des constituants. 
Cependant les mouvements peuvent être limités par la formation dagrégats et/ou 
dinteraction avec le milieu interne (cytosquelette) ou externe (matrice). 
Une autre caractéristique des membranes naturelles est leur asymétrie. Les 
protéines intrinsèques ne sont pas distribuées de façon symétrique de part et dautre de la 
membrane, et les protéines associées à la membrane sont différentes des deux côtés. Il en 
va de même pour les lipides polaires dont la répartition diffère dun feuillet à lautre : on 













Figure 15 : Distribution asymétrique des 
lipides dans les érythrocytes humains. Haut : 
distribution des lipides sur chaque feuillet de 
la membrane en fonction de la répartition de 
chaque lipide. Bas : La répartition des lipides 
est donnée en pourcentage de phospholipides 
totaux. SM : Sphingomyéline ; 
PC : Phosphatidylcholine ;  
PS : Phosphatidylsérine ;  
PE : Phosphatidyléthanolamine ; 
PI : Phosphatodyinositol  
PIP : Phosphatidylinositol 4-phosphate  
PIP2 : Phosphatidylinositol 4,5-bisphosphate ; 
PA Acide Phosphatidique. 







II - Les interactions protéines-lipides 
 
II.1 - Les différents modes dassociation des protéines aux membranes 
 
Les interactions entre les protéines et les lipides stabilisent lensemble membranaire 
tout en permettant les mouvements nécessaires à lactivité des protéines. Il existe différents 
modes dassociation des protéines aux membranes. Ceux-ci sont décrits dans la Figure 16. 
Les protéines intrinsèques pénètrent la bicouche lipidique (Fig. 16a-d). Les protéines 
extrinsèques sont associées à la membrane et localisées à sa surface (Fig. 16e-h). 
 
 
Figure 16 : Les différents modes dassociation des protéines aux membranes biologiques. 
Daprès Alberts et al., Molecular biology of the cell, 2002. 
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Les protéines extrinsèques ou périphériques sont associées à la surface de la 
membrane grâce à (i) des interactions faibles de type électrostatique avec les têtes polaires 
des lipides ou une portion hydrophile de protéine intégrale dépassant de la bicouche 
(Fig. 16g et 16h). 
 
Les protéines extrinsèques ou périphériques sont associées à la surface de la 
membrane grâce à (i) des interactions faibles de type électrostatique avec les têtes polaires 
des lipides ou une portion hydrophile de protéine intégrale dépassant de la bicouche 
(Fig. 16g et 16h). 
Les protéines à ancrage membranaire sont liées de façon covalente à la membrane 
par un acide gras ou une molécule de lipide de la bicouche. Il existe plusieurs types 
dancrage de ce type de protéine à la membrane : myristoylation des glycines N-terminale, 
palmitoylations, ou isoprénylations sur les cystéines, ancrage par un lipide modifié, le 
glycophosphatidylinositol (ancre GPI). Une partie des protéines intrinsèques possède 
également une ancre lipidique de façon à stabiliser lensemble (Fig. 16a). 
Certaines protéines périphériques et à ancrage peuvent être considérées comme 
amphitropiques lorsquun changement de structure et/ou un détachement de la partie 
hydrophobe permet de les solubiliser. Ces phénomènes sont régulés par différents 
paramètres qui seront détaillés plus loin.  
Dans ce chapitre, nous nous intéresserons plus particulièrement au cas des protéines 
intrinsèques et amphitropiques. 
 
II.2 - Les protéines intrinsèques 
 
Ces protéines sont en interaction et avec le cur hydrophobe de la membrane et 
avec linterface de la membrane (c'est-à-dire la région des têtes polaires). Elles sont soit 
partiellement insérées dans la membrane soit la traversent complètement. Seulement deux 
structures de protéines intrinsèques ont été observées jusquici : les structures en tonneau β 
ou en paquets dhélices α (Fig. 17). 
Les structures les plus fréquemment rencontrées sont les structures en  paquets 
dhélices α. Ainsi les hélices α transmembranaires représentent la plus grande majorité des 
structures connues. Cependant toutes les hélices liées à la membrane ne sont pas 
transmembranaires. Les hélices amphiphiles possèdent, selon leur grand axe, une face 
hydrophobe et une face hydrophile. Cela leur permet dancrer une protéine dans le plan de 
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la membrane. Les hélices amphiphiles établissent des interactions de type électrostatique 
avec linterface de la membrane et des interactions de type hydrophobe avec les chaînes 
aliphatiques des lipides composant la membrane (Fig. 16d). 
Les protéines structurées en tonneau β sont plus rares. Ce type dorganisation est 
retrouvé notamment chez les porines, filtres moléculaires de la paroi externe des bactéries 
à Gram-négatif. 
 
Figure 17 : Représentation des deux 
principales classes de protéines 







II.3 - Les protéines membranaires transitoires : Amphitropisme 
 
Les protéines amphitropiques sont solubles en milieu aqueux, mais elles sont 
capables de se lier aux membranes, de façon réversible, sous certaines conditions. Ainsi, 
les protéines amphitropiques nappartiennent elles pas à la famille des protéines 
cytosoliques, solubles en solvant aqueux, ni à la famille des protéines membranaires. Cest 
cette double localisation apparente des protéines amphitropiques qui a été nommée 
amphitropisme (Burn, 1988). 
Ce type de protéines est retrouvé chez les eucaryotes et les procaryotes. Elles 
accomplissent des fonctions biologiques variées. Ainsi les retrouve-t-on impliquées dans 
les phénomènes dapoptose (Newmeyer & Ferguson-Miller, 2003), la croissance cellulaire 
(Wiederkehr et al., 1997), la transduction du signal (Johnson & Cornell, 1999), 
lendocytose (Conner & Schmid, 2003), la fusion membranaire (Jahn et al., 2003), ou 
encore la virulence bactérienne. 
La liaison à la membrane est toujours une étape clef dans laccomplissement de la 
fonction biologique des protéines amphitropiques. Ainsi, la déstabilisation des membranes 
ou la fuite ionique des membranes biologiques cibles causées par des peptides 
antimicrobiens ou des toxines bactériennes nécessitent linsertion de ces polypeptides dans 
les membranes (Parker & Feil, 2005). 
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• Mécanisme de liaison à la membrane 
 
Les mécanismes de liaison aux membranes des protéines amphitropiques sont 
complexes et impliquent une plus large spécificité quune simple interaction protéine-
ligand. Dans deux nombreux cas, la liaison à la membrane est un processus à deux étapes : 
(i) adsorption électrostatique à la surface de la membrane puis (ii) insertion de la protéine 
dans la bicouche favorisée par un effet hydrophobe (Johnson & Cornell, 1999). 
La première étape de la liaison implique des interactions de type dipolaire entre les 
chaînes latérales des résidus basiques et les têtes polaires anioniques de la bicouche. En 
effet les membranes biologiques sont composées de 10 à 20% de lipides anioniques. La 
liaison aux membranes de la plupart des protéines amphitropiques nécessite la présence de 
lipides anioniques. Cest le cas par exemple de la cytidylyltransférase (Johnson et al., 
2003), des protéines de la famille de Bcl-2 (Garcia-Saez et al., 2004), des annexines 
(Ladokhin et al., 2002) et des toxines bactériennes (Parker & Feil, 2005). Cette première 
étape dadsorption électrostatique dépend du nombre de résidus basiques et de leur 
répartition à la surface de la protéine. Elle est aussi dépendante du pH car la charge des 
résidus dépend directement de la concentration en protons. La nature des têtes polaires 
définit aussi la spécificité de la liaison à la membrane (Johnson & Cornell, 1999). 
Certaines protéines se lient spécifiquement à un type de lipide ; ainsi la protéine kinase C 
se lie-t-elle préférentiellement aux phosphatidylsérines et la protéine MARCKS aux 
phosphatidylinositols. 
Létape dadsorption électrostatique permet de localiser les peptides à la surface de 
la membrane et de les orienter de façon optimale pour faciliter la seconde étape. La 
protéine subit ensuite des changements conformationnels conduisant à un état apte à la 
pénétration dans la membrane. Les protéines amphitropiques possèdent un caractère 
amphiphile, ainsi en solution elles masquent leurs zones hydrophobes. Ces dernières ne 
sont exposées au solvant que lors des changements conformationnels conduisant parfois à 
un état partiellement déplié apte à interagir avec les membranes. Les zones hydrophobes 
sinsèrent plus ou moins profondément dans la bicouche lipidique selon les protéines. En 
effet, certaines pénètrent superficiellement dans une seule bicouche alors que dautres 
deviennent transmembranaires. 
Une fois insérées, les protéines amphitropiques sont stabilisées dans la bicouche par 
un ensemble dinteractions électrostatiques et hydrophobes, tout comme le sont les 
protéines membranaires (Heymann et al., 1996). De nombreux travaux se sont attachés à 
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décrire la structure des protéines amphitropiques liées aux membranes. Ainsi la structure 
de toxines bactériennes et notamment celles des colicines et de la toxine diphtérique sont 
très largement décrites dans la littérature. Ces deux protéines forment des pores dans la 
membrane de la cellule cible. La formation de ces pores est un processus à deux étapes 
régulé par le pH ou un potentiel de membrane.  Ces deux toxines ont une structure 
composée dhélices α et appartiennent à la famille de globine. 
Ainsi, les deux étapes impliquent une fine balance entre les interactions de type 
électrostatique et les forces hydrophobes dont les contributions sont modulées par un 
échange conformationnel. La contribution de chaque composante peut être mise en 
évidence en modifiant la force ionique du milieu. Ainsi, une force ionique élevée favorise 
les interactions hydrophobes au détriment des interactions de type électrostatiques. 
Inversement une faible force ionique favorise les interactions de type électrostatique. 
Dautres facteurs régulent linteraction avec les membranes, en particulier le pH et les 
propriétés de la bicouche.  
 
III - Les lipides 
 
Dans sa plus large conception un lipide (du grec lipos : gras) se définit comme un 
composé de poids moléculaire inférieur à 5000 Da avec une proportion importante de 
chaînes hydrocarbonées dans sa structure. Les lipides sont les constituants fondamentaux 
des membranes biologiques. Il existe de lipides hydrophobes (non polaires) et des lipides 
amphiphiles (comportant à la fois des groupements polaires et des groupements non 
polaires). Larchitecture des lipides est fondée sur des motifs communs. Cela permet de 
différencier les composés polyprényles (stéroïdes, vitamines liposolubles par exemple) des 
lipides comportant des acides gras. Les acides gras sont les lipides les plus simples. Ils sont 
par ailleurs les composants de nombreux lipides plus complexes (phospholipides, 




Figure 18 : Classification des principaux types de lipides daprès leur parenté structurale. 
PS : phosphatidylsérine, PE : Phosphatidyléthanolamine, PC : Pgosphatidylcholine. 
 
Les classes de lipides diffèrent non seulement par leur structure mais également par leur 
fonction biologique. Certains remplissent leur fonction en tant que molécule isolée, 
dautres en association avec dautres molécules (lipoprotéines) ou au sein de complexes et 
dagrégats (membranes biologiques). 
Dans ce manuscrit seront décrits plus précisément les lipides membranaires ainsi que les 
acides gras. 
 
III.1 - Les acides gras 
 
Ils sont constitutifs de nombreux types de lipides. Ils se distinguent par la longueur 
de la chaîne hydrocarbonée, le degré dinsaturation et la position des doubles liaisons sur la 




Tableau 2 : Quelques acides gras les plus représentés dans les membranes plasmique. 
 
Parmi les acides gras insaturés, la configuration de la double liaison est en général 
de type cis. Ainsi, la présence dune ou plusieurs insaturations introduit une flexion 
accentuée de la chaîne par rapport à un acide gras saturé (Fig. 19). Ceci soppose à la 
formation de cristaux compacts et ordonnés et défavorise les interactions de Van der Waals 
entre chaînes. Les acides gras les plus abondants chez les animaux sont loléate (18 :1), le 
palmitate (16 :0) et le stéarate (18 :0). Mais des acides gras poly-insaturés sont également 
retrouvés, comme le linoléate (18 :2) et le linolénate (18 :3). 
 
 
Figure 19 : Les différentes parties dune molécule de phosphatidylcholine. (A) représentation 




III.2 - Les phospholipides 
 
Les phospholipides sont caractérisés par une partie polaire (le phosphoglycérol 
substitué) et une partie apolaire (les chaînes hydrocarbonées). Ce sont donc des molécules 
amphiphiles. 
 
III.3 - Les diacylphosphoglycérides 
 
Ils dérivent de lestérification en position 3 du glycérol par un dérivé de lacide 
phosphorique (XPO4-) dont la nature permet de les classer (Fig. 20). Des chaines dacides 
gras sont associées en position 1 et 2 du glycérol par des liaisons esters. Les classes de 
phospholipides sont définies par la nature du substituant X. Les phospholipides des 
membranes plasmiques les plus représentés sont, de manière quantitative, la 
phosphatidylcholine (PC) et les aminophospholipides (phosphatidylsérine (PS) et 
phosphatidyléthanolamine (PE)) et le phosphatidylinositol (PI). A pH 7, le groupement 
phosphate porte une charge négative. Il en résulte que les phospholipides dont le 
groupement X est neutre ou chargé négativement seront anioniques : PI et PS ; et ceux dont 
le groupement X est neutre ou porte une charge positive sont neutres électriquement ou 
zwittérioniques comme cest le cas de PC et PE. 
 
III.4 - Les sphingolipides 
 
Le constituant de base des sphingolipides est le céramide qui résulte de 
lamidification de la sphingosine par un acide gras (Fig. 20). On distingue les 
sphingophospholipides, qui dérivent du sphingolipide par addition sur la fonction alcool 
dun dérivé de lacide phosphorique et les sphingoglycolipides qui résultent de la liaison 
dun sucre simple (cérébroside) ou dun oligosaccharide (ganglioside) sur la fonction 
alcool du céramide. La sphingomyéline (ajout de choline sur le céramide) est le 
sphingolipide le plus abondant dans les membranes plasmiques des cellules de 
mammifères.  
Les gangliosides sont impliqués dans la liaison à la membrane plasmique de 
certaines toxines, dont la toxine botulique. En effet, des études menées sur BoNT/A et 
BoNT/B montrent quils sont importants au recrutement de la toxine à la membrane 
plasmique et à son internalisation. (cf. chapitre I de lintroduction §1.1). 
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III.5 - Les stéroïdes  
 
Le cholestérol (Fig. 20) est lunique stérol des membranes plasmiques des 
mammifères. Cest une molécule amphiphile avec une très petite partie polaire : le 
groupement hydroxyle, et une partie apolaire constituée des noyaux stéroïdes et de la 
chaîne latérale. Il sinsère dans la membrane de telle sorte que son cur hydrophobe est au 
contact des chaînes dacides gras des lipides alors que le groupement hydroxyle est situé au 
niveau des têtes polaires des lipides. Le cholestérol estérifié ne possède plus de partie 
polaire, on le retrouve essentiellement au sein des protéines plasmatiques. 
 
 
Figure 20 : Formules des principaux lipides des membranes plasmiques 
 
IV - Polymorphisme physique des lipides dans leau 
 
En phase aqueuse, les lipides ont tendance à adopter plusieurs types de phase : cest 
ce que lon appelle le polymorphisme lipidique. Les lipides sassocient de façon à 
provoquer le maximum dinteractions hydrophobes. Cette capacité dépend non seulement 
des groupements fonctionnels présents sur le lipide, mais aussi de tous les facteurs 
influençant les interactions de type dipolaire et électrostatique : pH, force ionique, présence 
de cations divalents.  
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IV.1 - Diagramme de phase lipide-eau 
 
En présence deau, les lipides ont tendance à sassocier pour former des structures 
variées selon la proportion eau/lipide du milieu et la température. 
Ainsi, deux types de structures peuvent être déterminées : 
Structure de type I ou « direct » (huile dans leau) où les agrégats lipidiques sont 
formés dans une phase aqueuse continue. 
 Structure de type II ou « inverse » (eau dans lhuile). Dans ce cas, les têtes polaires 
hydratées sont organisées au sein dune matrice non polaire continue constituée de chaînes 
aliphatiques.  
 
IV.2 - Concentration micellaire critique (cmc) 
 
En présence dun excès deau, une solution moléculaire de lipides est obtenue, 
quelle que soit sa nature. Lorsque la concentration en lipides dans leau augmente, deux 
phénomènes différents peuvent se produire, dépendants de la température. Si la 
température est inférieure à la température de Krafft (TK), les lipides forment des cristaux 
hydratés qui coexistent avec la phase aqueuse. Au dessus de TK, et pour des valeurs 
supérieures à la concentration micellaire critique (cmc), qui est caractéristique du 
tensioactif étudié, les lipides vont sauto-associer sous forme de micelles dont la forme sera 
plus ou moins sphérique. Il faut noter que dans ce cas, des molécules de la micelle 
séchangent rapidement avec les monomères du milieu aqueux. La cmc dépend de la 
balance hydrophile-lipophile du tensioactif, c'est-à-dire de limportance relative des 
régions apolaires et polaires de la molécule. Ainsi la plupart des acides gras ont des cmc de 
lordre de 10-3-10-4M. Il nen va pas de même pour les phospholipides membranaires 
bicaténaires. Par exemple, le dipalmitoylphosphatidylcholine a une cmc de lordre de      
10-10M. La quantité de lipides sous forme de monomère peut être considérée comme 
négligeable dans ce cas. Ainsi, les phospholipides membranaires peuvent être considérés 
comme pratiquement insolubles, la quantité à létat monomérique étant négligeable. La 
Figure 21 donne un exemple de diagramme de phase, obtenu pour le SDS. Ce diagramme 




Figure 21 : Diagramme de phase du sodium dodécyl sulfate (SDS). 
 
IV.3 - Cas des lipides bicaténaires  
 
La Figure 22 montre le diagramme de phase du système modèle DMPC/H2O 
(Janiak et al., 1979). Trois phases sont observables pour ce système : Pβ, Lβ et Lα. Les 
deux premières sont présentes à basse température. Elles correspondent à des phases 
rigides dites phases gel pour lesquelles les chaînes aliphatiques des lipides sont cristallisées 
dans le plan normal à la membrane. La phase Lα est une phase fluide appelée liquide-
cristalline. Dans ce cas, les chaînes aliphatiques sont désordonnées et les lipides peuvent 








Figure 22 : Représentation du 
diagramme de phase du système 
modèle DMPC/H2O. Daprès 








La température de fusion dun lipide (TM) est la température de transition entre la phase gel 
et la phase Lα . Pour des températures supérieures à TM les chaînes carbonées « fondent » : 
des niveaux dénergie rotationnelle des liaisons C-C plus élevés sont excités. Dans une 
bicouche lipidique, les changements dorientation des chaînes aliphatiques via des 
configurations gauches et cis des doubles liaisons rendent plus difficiles le parallélisme des 
chaînes hydrocarbonées. Lagencement des lipides dans une phase gel est donc plus 
difficile et le désordre moléculaire augmente. Les lipides forment alors un liquide 
bidimensionnel dans lequel les chaînes aliphatiques sont désordonnées mais en moyenne 
restent dans le plan de la normale à la membrane. TM dépend essentiellement du nombre 
dinsaturations et de la longueur de la chaîne hydrocarbonée. A longueur de chaîne égale, 
la fluidité de la membrane augmente avec le nombre dinsaturations. A nombre 
dinsaturation égal, la fluidité membranaire est inversement proportionnelle à la longueur 
de la chaîne.  
 
V - La membrane 
 
V.1 - Mouvements des lipides au sein de la membrane 
 
La phase Lα décrite sur des systèmes modèles (Fig. 22) est la phase la plus 
représentative des membranes biologiques. Au niveau moléculaire, bien que les différents 
composants des membranes soient confinés dans des espaces bidimensionnels, leurs 
mouvements nen restent pas moins divers. Et les mouvements à petite ou plus grande 
échelle donnent à la membrane sa fluidité. Cette caractéristique est décrite dans le modèle 
de Singer et Nicholson (Singer & Nicholson, 1972). Tous les éléments constitutifs de la 
membrane composent une mosaïque fluide dont la mobilité des éléments leur permet 
dinteragir de manière plus ou moins transitoire. 
La viscosité, unité inverse de la fluidité, représente la résistance au déplacement. 
Dans une membrane, la viscosité moyenne est de lordre de 10-1N.s-1.m-2, soit cent fois la 
viscosité de leau pure. Cependant, les membranes sont des milieux anisotropes dans 
lesquels la résistance aux mouvements nest pas la même dans toutes les directions et 
régions de la membrane. 
Les mouvements locaux conférant aux bicouches lipidiques leur fluidité sont 




Figure 23 : mouvements des phospholipides dans une membrane. 1 rotation ; 2 diffusion 
latérale ; 3 mouvements des chaînes acyles ; 4 flip-flop. 
 
Ainsi, les lipides se déplacent perpétuellement dans le plan de la membrane et 
tournent sur leur axe (Fig. 23). Les chaînes aliphatiques sont aussi animées dun 
mouvement de balancier. Tous ces mouvements sont très rapides. La mesure du coefficient 
de diffusion latérale (DL) donne des renseignements précis sur cette dynamique. La mesure 
de DL est effectuée par FRAP (Fluorescence Recovery After Photobleaching) sur des 
systèmes modèles ou sur cellule entière possédant une lipide ou une protéine greffée dun 
marqueur fluorescent. Les coefficients de diffusion sont de lordre de 10-12m2.s-1 pour un 
lipide, ce qui correspond à un balayage dune zone denviron 1µm2 en une seconde pour la 
molécule. Toute la dynamique lipidique favorise la mobilité des protéines membranaires 
malgré une constante de diffusion de translation latérale 1000 fois inférieure à celle des 
lipides (Lenaz, 1987). Cependant, ce coefficient est dépendant de la taille des molécules, il 
en découle une mobilité presque inexistante pour les gros complexes protéiques.  
La diffusion transversale (Fig. 23) des lipides (flip-flop) est beaucoup plus lente 
que la diffusion latérale. La translocation spontanée dune face à lautre dun lipide 
nécessite un temps de demi-réaction (t1/2) de 5h pour une molécule de phosphatidylcholine 
(Bai & Pagano, 1997). Le passage à travers la membrane plasmique est fortement 
dépendant de la taille et de la charge de la tête polaire qui doit traverser le cur 
hydrophobe de la bicouche lipidique. Le flip-flop est assisté par des enzymes : les flippases 
qui catalysent la diffusion facilitée des lipides et jouent le rôle de transporteurs 
membranaires. Ainsi, la vitesse de transport est beaucoup plus rapide avec un t1/2 de lordre 
de quelques minutes pour la phosphatidylcholine (van den Basselaar et al., 1978). Il existe 
également un transport de certains lipides contre un gradient de concentration 
(aminophospholipide translocase). Lactivité de translocation est aussi très active dans le 
réticulum endoplasmique pour les N-glycosylations et la formation de 
Introduction 
 54
glycosylphosphatidylinositols. Les précurseurs lipidiques sont synthétisés sur la face 
cytosolique et sont transportés sur la face luminale pour la synthèse finale (Helenius & 
Aebi, 2001) (Maeda et al., 2001). 
 
V.2 - Les domaines lipidiques 
 
La fluidité et la diffusion des lipides membranaires ne sont pas homogènes. Ainsi, 
existe-t-il des domaines lipidiques composées de lipides saturés tels que des sphingolipides 
et de cholestérol. Ces derniers peuvent se rassembler étroitement grâce à des interactions 
non covalentes et former de véritables domaines lipidiques appelés radeaux lipidiques ou 
rafts. Ils forment un ensemble membranaire dans une phase liquide-ordonnée. Cet état 
possède un empilement des chaînes acyles tout comme en phase gel, bien que les 
mouvements de diffusion latérale restent rapides. Cet ensemble est insoluble aux 
détergents et « flotte » littéralement à la surface membranaire. Le rassemblement des 
sphingolipides à longues chaînes affecte lépaisseur de la membrane : la monocouche 
grossit localement de 6 Å sur une section membranaire pouvant aller jusquà 1 µm. 
(Sprong et al., 2001). Cette modification locale de lépaisseur membranaire permet le 
recrutement de certaines protéines membranaires. La ségrégation lipidique et protéique au 
sein de ces domaines lipidiques serait impliquée dans la transduction du signal et le trafic 
membranaire. (Anderson & Jacobson, 2002) (Lucero & Robbins, 2004). 
 
V.3 - Polymorphisme lipidique au sein de la membrane 
 
Bien que les membranes biologiques soient organisées en bicouches planes, 
certains de leurs composants lipidiques sont capables de former spontanément des 
assemblages non lamellaires. Ces structures intermédiaires sont observées transitoirement. 
Ainsi, la structure de lassemblage dépend essentiellement de la forme moléculaire 
des lipides qui la composent. La notion de forme de la molécule lipidique repose sur 
limportance relative du volume occupé par la partie hydrophobe par rapport à la partie 
hydrophile et permet de prévoir quel type dorganisation un lipide adoptera dans leau 
(Cullis & de Kruijff, 1979). Le volume de la tête polaire dépend des atomes qui la 
composent, de son hydratation ainsi que de sa mobilité. Le volume de la partie hydrophobe 
dun lipide est dépendant du nombre dinsaturations en conformation cis : plus elles sont 
nombreuses et proches de la tête polaire du lipide et plus le volume de la partie hydrophobe 
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de celui-ci sera important. Ainsi, la lysophosphatidylcholine (LPC) qui ne possède quune 
seule chaîne acyle saturée sorganisera en micelle en solvant aqueux, alors que la 
phosphatidylcholine (PC) sorganisera en bicouche (Fig. 24).  
 
Figure 24 : Auto-organisation de la lysophosphatidylcholine (LPC) et de la phosphatidylcholine 
(PC).Extrait de Cooper GM., The cell- A molecular approach, 2000. 
 
De manière générale, un lipide en forme de cône induit une courbure positive (type 
micelle) et un lipide en forme de cône inversé (comme la phosphatidyléthanolamine) induit 
une courbure négative (micelle inversée) (de Kruijff, 1997). Ces différentes organisations 
peuvent avoir un intérêt physiologique transitoire ou durable (Zimmerberg, 2000). Ainsi, 
chaque organite possède sa propre courbure de membrane régulée par la composition 
lipidique. Les organisations non lamellaires sont impliquées dans différents processus 
biologiques fondamentaux, tels que la synthèse membranaire, le trafic intracellulaire, la 
division cellulaire, linfection des cellules par des virus à enveloppe ou encore les 
phénomènes dexocytose et dendocytose. 
La Figure 25 illustre ladaptation locale de la composition lipidique lors dun 
phénomène de formation ou de fusion de vésicules. Dans ce cas, la présence de 
phosphatidyléthanolamine sur le feuillet interne de la membrane permet de créer une 
invagination. Cependant, les phénomènes de fusion membranaire sont étroitement 
contrôlés in vivo par les protéines fusogènes. Ainsi, les protéines SNAREs (Soluble N-
ethylmaleimide-sensitive factor attachment protein receptor) sont les acteurs majeurs de la 
reconnaissance et de la fusion de diverses vésicules de transport (Hong, 2005). Elles sont 
aussi la cible des neurotoxines clostridiales dont leffet est dinhiber la libération de 










Figure 25 : Polymorphisme 
lipidique. Lorganisation des 
lipides entre eux se fait de 
manière à favoriser les 
interactions de type hydrophobes. 
Daprès Fantini et al., 2002. 
 
Les formes 
individuelles des lipides jouent un rôle localement sur 
la stabilisation des protéines insérées dans la 
bicouche. La présence dun lipide dans une 
membrane possédant une courbure différente de la 
sienne engendrera un stress de courbure. Ce stress va 
exercer une influence sur la stabilité du système et les 
interactions avec les protéines membranaires. Mais il 
est important de noter que les peptides et protéines 
insérés dans les membranes sont eux aussi 
responsables de lorganisation membranaire locale. 
 
V.4 - Potentiel de membrane, constante diélectrique  
 
La membrane constitue un environnement amphiphile : hydrophile au niveau des 
têtes polaires des lipides et hydrophobe dans la région composée par les chaînes 
aliphatiques. Elle peut être divisée en trois compartiments de constantes diélectriques 
différentes. Ainsi, La région des têtes polaires a une constante diélectrique comprise entre 
20 et 50 ; la constante diélectrique du cur hydrophobe est généralement comprise entre 2 
et 4. La constante diélectrique de leau est 78,5. Ainsi, ces différentes valeurs indiquent-
elles un changement des propriétés électriques dans lenvironnement de la membrane. Cela 
indique une diminution de la polarité du milieu comparativement à leau. 
Introduction 
 57
VI - Influence des propriétés physiques de la bicouche lipidique sur 
lactivité et la structure des protéines 
 
Linfluence des lipides sur la stabilité des protéines insérées est généralement basée 
sur létude des protéines membranaires constitutives. Cependant nous considérons que les 
protéines amphitropiques sont affectées de manière identique par le milieu membranaire. 
Ainsi donc, une protéine membranaire transitoire ou constitutive sera considérée de la 
même façon.  
La bicouche lipidique induit des contraintes physiques sur les protéines 
membranaires, il en résulte une limitation dans lexploration de lespace conformationnel 
de celles-ci. Lorsque elles sont insérées dans les membranes, les protéines sont confinées 
dans un espace à deux dimensions. Cet espace oriente et structure la chaîne polypeptidique 
en fonction des interactions établies avec les lipides membranaires. 
 
VI.1 - Influence des têtes polaires 
 
La région de linterface membranaire contient les têtes polaires, parties chargées 
des lipides. Cest une région importante de la membrane dont le rôle est de moduler un 
grand nombre de réactions. La diversité chimique de linterface membranaire offre de 
nombreuses possibilités dinteractions avec les polypeptides. Ces interactions sont 
dépendantes de la taille et de la charge des groupements chimiques présents. 
Les têtes polaires créent un réseau bidimensionnel de liaisons hydrogène entre elles 
et les molécules deau. Dautre part, les membranes biologiques contiennent entre 10% et 
20% de lipides anioniques. Cela contribue à la création dun potentiel de surface. Ainsi, les 
têtes polaires anioniques établissent des interactions électrostatiques répulsives entre elles. 
Enfin, la faible constante diélectrique (~30) renforce les interactions électrostatiques et les 
liaisons hydrogène entre les lipides anioniques et les protéines.  
Le potentiel de membrane créé par les têtes polaires anioniques conduit au recrutement de 
contre-ions positifs. Cela a pour conséquence laugmentation de la force ionique à 
proximité de la surface de la membrane. On retrouve des protons parmi ces cations. Il en 
résulte une augmentation locale de leur concentration et donc une acidification du pH local 
de 1 à 2 unités pouvant sétendre sur une distance de 5 à 15 Å de la surface (Bychkova et 
al., 1996) (Prats et al., 1989). 
Introduction 
 58
La stabilité des protéines est aussi sensible à dautres facteurs environnementaux 
que sont la force ionique et linterface de la membrane. Ainsi, pour certaines protéines 
comme la toxine diphtérique, laugmentation de lacidité déstabilise la structure de la 
protéine et favorise ainsi son insertion dans la bicouche lipidique. 
 
VI.2 - Lépaisseur de la bicouche 
 
Lépaisseur de la membrane est en moyenne de 5 nm. Le cur hydrophobe de la 
bicouche doit recouvrir les segments transmembranaires de protéines membranaires. Son 
épaisseur est denviron 2,5-3 nm. Lépaisseur du cur hydrophobe de la bicouche lipidique 
est dépendante de sa composition. Elle dépend de la longueur des chaînes aliphatiques des 
lipides composant la membrane. Lactivité de protéines membranaires reconstituées a 
montré une dépendance en fonction de la longueur des chaînes acyles (Lee, 2003). Ainsi, 
un mauvais ajustement entre lépaisseur du cur hydrophobe de la membrane et celle du 
segment transmembranaire conduit à une adaptation de lépaisseur de la bicouche lipidique 
à proximité de la membrane (Fattal & Ben-Shaul, 1993). Ce phénomène est illustré dans la 
Figure 26.  
 
Figure 26 : Exemples de mésappariements hydrophobes entre une protéine membranaire et la 
bicouche lipidique. dp et dl représentent respectivement lépaisseur du segment hydrophobe de la 
protéine et celle du cur hydrophobe de la membrane. Lorsque dp>dl la bicouche sétire à 
proximité de la protéine et les lipides ont une aire moléculaire moindre à proximité de la protéine. 
Dans le cas où dp<dl, la bicouche se compresse à proximité de la protéine et les lipides occupent 
une plus grande surface. Daprès Lee, 2003. 
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VI.3 - La viscosité membranaire 
 
Les forces de friction dans le milieu membranaire sopposent aux mouvements de 
grande amplitude des protéines. Or, les protéines membranaires sont amenées à subir des 
changements conformationnels par exemple pour assurer leurs fonctions enzymatiques. 
Dans un milieu visqueux, les forces de friction sy opposent. La viscosité dun milieu 
influe donc sur la barrière énergétique entre deux états conformationnels. Plus la viscosité 
augmente et plus cette barrière énergétique est grande. Une composition lipidique, une 
température différentes auront donc un effet non négligeable sur lactivité et les 
changements conformationnels dune protéine. 
 
VI.4 - Effets de la courbure membranaire. 
 
Beaucoup de lipides membranaires préfèrent un assemblage non lamellaire 
(Rietveld et al., 1993). La présence de ces lipides dans la bicouche induit une courbure. La 
structure lamellaire de la bicouche est maintenue par un jeu dinteractions attractives et 
répulsives (Fig. 27).  
 
Figure 27 : Courbure spontanée de la bicouche lipidique. Le schéma du haut montre les pressions 
latérales et tensions sexerçant dans une monocouche. La tension interfaciale Fγ tend à minimiser 
laire moléculaire. Fh est la pression latérale sexerçant dans la région des têtes polaires, due 
essentiellement à des interactions de type électrostatique répulsives ou attractives. Fc représente 
les forces agissant au niveau des chaînes acyles des lipides. Elles sont dues à lagitation thermique 
et sont répulsives. Les interactions de Van der Waals entre les chaînes hydrocarbonées sont 
attractives. Dans les trois schémas représentant des monocouches, les différents types de courbure 
sont représentés. Les flèches indiquent la direction de lobservation utilisée pour définir une 
courbure négative ou positive. Les courbures surviennent en réponse à un déséquilibre dans les 
différentes pressions exercées sur les lipides dans une monocouche. Daprès Lee, 2004. 
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De façon générale, linsertion dune protéine dans la membrane a pour effet 
stabiliser sa structure en bicouche. Cependant, lorsque linsertion provoque un 
mésappariement hydrophobe nécessitant une adaptation de la bicouche lipidique, il se crée 
une courbure membranaire (positive ou négative) (Fig. 28b et e). 
La Figure 28 illustre cinq possibilités dinduire une courbure membranaire. Dans le 
premier cas (Fig. 28a), ce sont les lipides eux-mêmes qui induisent la courbure. Outre 
lasymétrie de distribution des lipides dans la bicouche (Zachowski, 1993), les propriétés 
des chaînes acyles (longueur, nombre dinsaturations) et la taille des têtes polaires de 
certains lipides influent sur la courbure de la membrane. Ainsi, un acide phosphatidique et 
un acide lysophosphatidique vont engendrer respectivement une courbure négative et une 
courbure positive. Une phosphatidylcholine nengendrera pas de courbure de la bicouche 
lipidique car sa tête polaire a une section comparable à celle occupée par ses deux chaînes 
acyles (Fig. 25). Dans les autres cas de figure, cest linteraction ou linsertion de protéines 
dans la bicouche lipidique qui provoque une courbure de celle-ci. Ainsi, la forme des 
protéines intrinsèques peut conduire à une adaptation de la courbure locale de la membrane 
comme cest le cas par exemple, du domaine transmembranaire du récepteur à 
lacéthylcholine de forme conique (Unwin, 2005). Loligomérisation des protéines 
membranaires peut également causer ce phénomène (Fig. 28b).  
 
Figure 28 : Les différents mécanismes de déformation de la membrane : a changements de la 
composition lipidique. b influence de protéines membranaires qui ont une courbure intrinsèque ou 
dont loligomérisation provoque la courbure. c polymérisation différente du cytosquelette. d 
« tuteurs » agissant directement ou non sur la courbure de la membrane. e insertion dune hélice 
amphiphile dans un seuil feuillet de la membrane. Daprès McMahon & Gallop, 2005. 
Lassemblage et le désassemblage du cytosquelette sont également très étroitement 
liés aux phénomènes de déformation des membranes (Fig. 28c), particulièrement, dans les 
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déformations membranaires impliquées dans la motilité des cellules ou dans la formation 
des vésicules de transport nécessitant la création de régions à très forte courbure 
(Bretscher, 1996), (Buss et al., 2002). 
Dautres familles de protéines agissent véritablement comme des « tuteurs » sur la 
membrane lui imposant une courbure à leur contact direct ou par un intermédiaire 
(Fig. 28d). Les protéine de la famille de la dynamine interagissent avec les inositols des 
lipides et forment des oligomères hélicoïdaux contraignant la topologie de la membrane 
(Hinshaw et al., 1995), (Marks et al., 2001). Leffet de ce type de protéines sur les 
membranes peut être comparé à celui dun exosquelette, soutenant et sculptant celle-ci. Les 
protéines appartenant aux manteaux protéiques recouvrant certaines vésicules de transport 
peuvent également être considérées comme étant des « exosquelettes » modelant la forme 
des membranes (clathrine, COPI). Cependant dans ce cas, ce nest pas directement une 
seule protéine ou son oligomérisation, mais lassemblage de différentes protéines qui 
conduit à la déformation de la membrane (Antonny et al., 2003), (Nossal, 2001).  
Dans le dernier cas de figure présenté dans la Figure 28e, cest linsertion dhélices 
amphiphiles dans la membrane qui résulte en laugmentation locale de la courbure 
(positive dans ce cas). Ce type dhélice possède une face hydrophobe et une face polaire, il 
est notamment retrouvé dans des protéines impliquées dans le trafic intracellulaire, telles 
que les petites protéines G, les epsines et les protéines contenant des domaines BAR 
(Bin/Amphiphysine/Rvs). Linsertion asymétrique de ces hélices amphiphiles dans la 
membrane déstabilise tout dabord un seul feuillet de la membrane puis, la bicouche 
lipidique se réarrange pour optimiser les interactions avec lhélice insérée mais également 
entre lipides. 
 
Dautres protéines dont la fonction les amène à interagir avec les membranes sont 
sensibles à la courbure de ces dernières. Ainsi, linteraction de protéines possédant des 
domaines BAR est elle sensible à la courbure de la membrane. Les domaines BAR sont des 
domaines très conservés que lon retrouve dans plusieurs protéines telles que lannexine 
B12 (Fischer et al., 2007) et ArfGAP1 (Bigay et al., 2005), les amphiphysines et les 
endophilines. Les domaines BAR de ces deux dernières conduisent à la formation de tubes 
lors de linteraction avec les membranes in vitro (Peter et al., 2004) (Farsad et al., 2001) 
(Richnau et al., 2004). Les protéines de la superfamille BAR se lient aux membranes, sous 
forme de dimères, avec une spécificité de courbure (Fig. 29). Cette propriété est très 
certainement due à la courbure intrinsèque de la protéine. Ainsi, une courbure de 
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membrane qui correspond mieux à celle de la protéine favorise les interactions de type 
électrostatique entre les lipides et les acides aminés chargés de la protéine : linteraction 
protéine-membrane est donc plus forte.  
 
 
Figure 29 : Domaines BAR de lamphiphysine en interaction avec une membrane de faible 
rayon de courbure (haut) et de plus forte courbure (bas). Le domaine BAR établit des interactions 
plus fortes avec la membrane ayant la plus forte courbure car toute la surface du dimère est en 
contact avec les lipides et peut ainsi établir un plus grand nombre dinteractions de type 
électrostatique avec  
 
Ainsi, linteraction et/ou linsertion de protéines dans la membrane induisent-elles 
des déformations de celle-ci nécessaires au trafic intracellulaire ou à la motilité de la 
cellule par exemple. Mais la courbure de la membrane est également un préalable à 
linteraction avec certaines protéines régulant ainsi leur fonction. 
Lors de linteraction dune protéine avec la membrane, ce sont donc un grand 
nombre de facteur qui entrent en jeu. Si pour certaines protéines, le pH et la charge globale 
de la membrane sont des facteurs prépondérants dans linteraction avec la bicouche 




VII - Les systèmes modèles lipidiques 
 
Les membranes artificielles sont des systèmes modèles essentiellement composées 
de phospholipides. Elles sont utilisées (i) pour étudier les caractéristiques structurales et 
physico-chimiques dune membrane lipidique (ii) mais elles sont aussi très largement 
utilisées dans le cadre de létude dinteractions protéine-membrane ou de lactivité de 
transporteurs protéiques. 
 
Les vésicules lipidiques sont les modèles les plus couramment utilisés. Leurs 
champs dapplications sont très diversifiés, allant de la biochimie à la cosmétologie en 
passant par la biophysique et la pharmacologie. Ces vésicules sont constituées dune 
bicouche (Fig. 30A) dont la composition lipidique et la taille sont contrôlées. Elles isolent 
le milieu interne du milieu externe.  
 
De toutes les méthodes de préparation des vésicules lipidiques, la plus simple 
consiste en lévaporation du solvant organique dans lequel les lipides sont dissous. Le film 
lipidique ainsi obtenu est resuspendu dans un solvant aqueux par agitation. Les lipides 
sorganisent alors en vésicules multilaméllaires (MLVs pour MultiLamellar Vesicles) 
(Fig. 30B). Les MLVs sont des vésicules lipidiques comprenant plusieurs bicouches 
lipidiques concentriques et de tailles hétérogènes. Ces propriétés font des MLVs des objets 
très peu utilisés pour les études biophysiques. En effet, elles diffusent fortement la lumière, 
ce qui rend difficile les études par spectroscopie optique. Dautre part, leur hétérogénéité 
en taille dans une même préparation et dune préparation à lautre, influe grandement sur la 
reproductibilité des résultats. Cest pourquoi les vésicules unilamellaires sont plus utilisées.  
 
Les vésicules unilamellaires de petite taille (SUVs pour Small Unilamellar 
Vesicles) (Fig. 30C) sont obtenues par un traitement physique des MLVs (ultrasons). Ce 
type de vésicule a un diamètre compris entre 15 et 50 nm et ont un faible volume interne. 
La forte courbure imposée à la membrane impose que le feuillet externe ait une surface 
significativement supérieure à celle du feuillet interne, donc un nombre de lipides 





Les vésicules unilamellaires de grande taille (LUVs pour Large Unilamellar 
Vesicles) (Fig. 30D) sont aussi très largement utilisées pour létude dinteractions 
protéines-membranes. La technique la plus simple de préparation des LUVs est celle que 
nous avons utilisée : lévaporation par inversion de phase (Rigaud et al., 1983). Cette 
méthode consiste à forcer par sonication lémulsion dune phase éther, dans laquelle les 
lipides sont solubles, avec une phase aqueuse. Léther est ensuite lentement éliminé par 
évaporation sous pression réduite. Au fur et à mesure de lévaporation de léther, les 
lipides se réorganisent de façon à favoriser les interactions entre leurs chaînes 
hydrocarbonées et léther. La structure prend une allure de gel qui se liquéfie lors de 
lélimination totale de léther. Lorsque léther est totalement éliminé des MLVs sont 
formées et leur taille est comprise entre 0,2 µm et 1 µm. Des passages consécutifs sur un 
extrudeur équipé dun filtre dont les pores ont un diamètre défini, vont casser les vésicules 
multilamellaires et permettre la formation de vésicules unilamellaires dont la taille est 
centrée autour de 170 nm de diamètre pour des pores de 200 nm de diamètre, 100 nm de 
diamètre pour des pores de 100 nm de diamètre, 280 nm de diamètre pour des pores de 
400 nm de diamètre. La taille et la monodispersité des préparations de vésicules lipidiques 
sont vérifiées par diffusion dynamique de la lumière. La courbure des LUVs est plus 
proche de la réalité physiologique que ne lest celle des SUVs. Les LUVs sont cependant 
des objets beaucoup plus diffusants ce qui peut poser des problèmes lors de lutilisation des 
techniques de spectroscopies (dichroïsme circulaire, fluorescence). En effet, la diffusion 
due à ces objets peut dans certaines conditions être plus forte que le signal obtenu pour la 
protéine étudiée. 
Des vésicules de très grande taille (GUV pour Giant Unilamellar Vesicle) sont 
utilisées pour étudier des mécanismes membranaires à léchelle de la cellule. Leur taille 
varie de 10 à 100 µm de diamètre. 
Le choix du système modèle et principalement celui de la taille des vésicules lipidiques 
joue un rôle prépondérant dans létude des interactions protéine-membrane. Ainsi, le rayon 




Figure 30 : Comparaison à léchelle des différents types de vésicules lipidiques. A représentation 
schématique dune double bicouche. B : Schéma dune MLV. C : schéma dune SUV. D : Schéma 
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A  PRODUCTION DE PROTEINES RECOMBINANTES 
 
I  Clonage du domaine de translocation 
 
Le clonage a été réalisé à partir dun gène de synthèse commandé à la société 
GENEART (Regensburg, Allemagne) codant pour les résidus N418 à S877 de BoNT/A, 
qui correspond à la protéine recombinante Tl (Fig. 13 § A.VI.4). Le gène de synthèse a été 
cloné dans un vecteur pCR Script (Fig. 31).  
 
Figure 31 : Schéma du plasmide PCR-Script dans lequel a été cloné le gène de synthèse 
codant pour Tl (Barbier_DIEP). Le plasmide comporte un gène de résistance à lampicilline 
(AmpR). 
 
Le recours à un gène de synthèse sest avéré nécessaire car des expériences 
préliminaires ont montré que le domaine T sexprime très peu chez Escherichia coli à 
partir de la séquence naturelle provenant de Clostridium botulinum. Dautre part, lindex 
dadaptation des codons de BoNT chez E. coli est très faible. Un site de restriction Sph I a 
été ajouté à lextrémité 5 de la séquence codant pour Tl et un site de restriction Pst I a été 
ajouté à lextrémité 3.  
Le gène de synthèse a également été muté sur une séquence analogue à la séquence 
de Shine Dalgarno afin déviter un éventuel départ de traduction au milieu de la séquence 
codante. Enfin, la cystéine 791 a été substituée par une sérine afin de prévenir la formation 
de ponts disulfures illégitimes. La séquence naturelle ainsi que la séquence optimisée sont 
représentées en Annexe 1. 
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II  Clonage de Tm et Ts (C454-S877 et K547-S877 respectivement dans 
la BoNT/A entière) 
 
Les clonages ont été effectués à partir du vecteur pCR-Script contenant le gène de 
synthèse codant pour Tl. Les domaines Tm et Ts ont été amplifiés par PCR. Les séquences 
damorce utilisées sont : 
- en 5 TmBontsynt53 (GGATCCGCATGCCTCTATCAAAGTGAACAACTGGG) 
et TsBontsynt53 (GGATCCGCATGCCAAATACACCATGTTCCACTATCTGCG) 
pour Tm et Ts respectivement 
 - TBontAsynt35 (GCTTGGCTGCAGTTAGCTGTGTTGATGATGTTTTTGATG) 
en 3. 
Les PCR ont été réalisées dans un volume final de 100 µL en présence de 800 µM de 
dNTP (Sigma), 50 pmol.µL-1 de chaque oligonucléotide TBontsynt53 et TBontAsynt35, 
10 µL de tampon 10X Taq High Fidelity de Roche contenant 15 mM MgCl2, 50 ng 
dADN PCR Script, 3,5 U.µL-1 de Taq Expand high Fidelity PCR System (Roche) et deau 
milliQ qsp 100 µL. Le programme damplification du thermocycleur est composé des 
étapes suivantes :  
− Un cycle de 2min à 94°C 
− 10 cycles composés de la séquence :   
! 94°C, 30 s 
! 55°C, 30 s 
! 72°C, 30 s 
− 20 cycles de la séquence :  
! 94°C, 30 s 
! 55°C, 30 s 
! 72°C, 45 s+ 5 s 
− un cycle à 72°C pendant 4 min 
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Les résultats obtenus par lamplification par PCR des domaines Tm et Ts à partir du 
vecteur pCR Script sont présentés dans la Figure 32. Les domaines Tm et Ts présentent 






Figure 32 : Electrophorèse sur gel dagarose après amplification par PCR des domaines Tm 
(1288 pb) et Ts (1009 pb) à partir du vecteur pCR Script. 
 
Les produits de PCR ont ensuite été purifiés en utilisant le « QIAquick PCR 
Purification kit » (Qiagen). Après purification, les produits de PCR ont été digérés par les 
enzymes de restriction Sph I puis Pst I. Ces deux enzymes sont présentes dans le site 
multiple de clonage du vecteur pQE-81L (Qiagen) qui sera utilisé pour lexpression dans 
E. coli. La ligation entre linsert Tm doublement digéré (300 à 500 ng) et le vecteur 
dexpression pQE-81L linéarisé (100 ng) a été réalisée en présence de T4 DNA ligase 
(2 µL à 400 000 U.mL-1) (Promega) en présence de 2 µL de tampon 10X T4 DNA Ligase 
(300 mM Tris-HCl pH 7,8, 100 mM MgCl2, 100 mM dithiothréitol, 10 mM ATP), 
25 µg.mL-1 de BSA, dans un volume final de 20 µL, pendant 2 h minimum à température 
ambiante. Le vecteur dexpression pQE-81L présente une séquence poly-histidine en 
amont du site de clonage, permettant ainsi dobtenir une protéine recombinante présentant 
une étiquette poly-histidine en N-terminal. Cette étiquette « Histidine » permettra la 
purification ultérieure des protéines recombinantes et leur détection sur Western Blot grâce 
à des anti-corps anti-poly-histidine. 
Des bactéries compétentes XL1Blue ont ensuite été transformées par 
électroporation (Biorad) avec le produit de ligation, puis étalées sur boite de Petri 
contenant du milieu LB Agar additionné dampicilline (100 µg.mL-1) et incubées à 37°C 
sur la nuit. La présence de linsert dans différents clones obtenus a alors été vérifiée par 
digestion de lADN plasmidique par les enzymes de restriction Sph I et Pst I, suivie dune 
migration des produits de digestion sur gel dagarose 1 % afin dobserver la taille des 
fragments. Enfin, lADN des clones présentant linsert a été amplifié et séquencé afin de 




1   1,5  3    5                         kb 
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III - Séquençage 
 
La vérification de la séquence codante des différents plasmides obtenus après 
clonage a été effectuée par analyse de lADN plasmidique par séquençage. Deux colonies 
présentant linsert ont été sélectionnées et des cultures de 200 mL en milieu LB additionné 
dampicilline ont été réalisées afin dobtenir leur ADN plasmidique à laide du kit 
Midiprep (Sigma). Le séquençage est ensuite réalisé à laide du kit Big Dye Terminator 
Cycle Sequence Ready Reaction (Applied Biosystems #4336776) sur lautomate ABI 
PRISM 310 Genetic Analyser (Applied Biosystems). Brièvement, le mélange utilisé lors 
de la réaction de PCR de séquençage est composé : de 100 à 500 ng dADN plasmidique, 
des amorces dont la concentration finale est de 3,2 pmol.µL-1, de 1 µL du mélange « Big 
Dye Terminator », 3 µL de tampon 5X (400 mM Tris-HCl pH 9, 10 mM MgCl2), dans un 
volume final de 20 µL. La réaction de PCR consiste en 30 cycles suivant la séquence : 
96°C pendant 10s, 50°C pendant 5s, 60°C pendant 4 min. Les produits de PCR sont ensuite 
précipités par incubation en présence de 80 µL déthanol froid à 76 % pendant 15 min à -
20°C. Après centrifugation des échantillons 15 min à 14000 rpm et 4°C, le surnageant est 
éliminé et le culot dADN est séché à température ambiante pendant environ 15 min. Le 
culot est ensuite repris dans 20 µL de « Hi-Di Formamide » (Applied Biosystems 
#4311320). Après mélange, les échantillons sont placés 2 min à 100°C puis 2 min dans la 
glace pour dénaturer lADN. Les mélanges sont enfin transférés dans un tube spécifique 
pour le séquenceur. 
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B  EXPRESSION ET PURIFICATION DE LA PROTEINE 
 
Les précultures de bactéries transformées par les plasmides codant pour les 
différentes protéines étudiées ont été réalisées dans 200 mL de milieu LB additionné 
dampicilline (100 µg.mL-1) sur la nuit à 37°C. Pour chaque préculture, 15 mL ont été 
prélevés le lendemain afin dinoculer 1 L de milieu Terrific Broth (TB) additionné 
dampicilline (100µg.mL-1). Chaque culture a ensuite été incubée sous agitation à 37°C 
jusquà lobtention dune DO600nm =0,6-0,7 correspondant à la phase exponentielle de 
croissance de la culture bactérienne. Lexpression de chaque protéine a alors été induite par 
ajout dIPTG 1 mM, suivi dune incubation 3-4h à 37°C sous agitation. Les cultures ont 
alors été centrifugées 30 min à 14000 rpm à 4°C. Le surnageant a alors été jeté et le culot 
bactérien a été conservé afin dextraire les protéines recombinantes. 
 
I - Extraction des protéines à partir des culots bactériens 
 
Le culot bactérien obtenu pour 1 L de culture a été repris dans 40 mL de tampon 
dextraction froid (20 mM Na2HPO4/NaH2PO4, 500 mMNaCl, 10 mM imidazole, à pH 8). 
La paroi bactérienne a été digérée par ajout de lysozyme (1 mL à 10mg.mL-1) et lactivité 
des protéases a été inhibée par ajout de PMSF (Phényl-méthyl-sulfonyl-fluoryl) à 0,1 M 
finaux. Les bactéries ont ensuite été lysées par passage dans un broyeur à cellules et le 
lysat obtenu a été centrifugé 30 min à 4°C à 1800 rpm. Lanalyse de fractions provenant du 
surnageant et du culot bactérien ainsi obtenu a permis de localiser les protéines 
recombinantes dans les corps dinclusion. La purification des protéines recombinantes a 
donc été réalisée à partir des corps dinclusion repris en tampon 8 M urée, 0,1 M Tris-HCl 
à pH 8. 
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II - Purification par chromatographie daffinité et repliement 
 
Les protéines recombinantes possèdent une étiquette poly-histidine à leur extrémité 
N-terminale, permettant leur purification sur colonne daffinité au Nickel. La purification 
seffectue en plusieurs étapes. 
 
II.1 - Purification sur colonne daffinité au Nickel  
 
La colonne utilisée est une Hi-Trap Chelating 5 mL (GE-Healthcare). Le débit de la 
pompe est de 5 mL.min-1. La détection des protéines en sortie de colonne est effectuée 
grâce à un lecteur de densité optique.  
La colonne conservée dans de léthanol 20 % à 4°C a été rincée avec 5 volumes 
deau avant dêtre chargée en ions Ni2+ avec 10 mL de NiCl2 à 0,1 M. La colonne a ensuite 
été lavée avec 5 volumes deau milliQ avant dêtre équilibrée avec le tampon 
Na2HPO4/NaH2PO4 20 mM (NaP) pH 8, NaCl 500 mM, imidazole 10 mM, 8 M urée. 
Léchantillon contenant la protéine a alors été chargé sur la colonne. Un passage de 
tampon NaP 20 mM, NaCl 500 mM, imidazole 10 mM, 8 M urée a été réalisé sur la 
colonne afin déliminer les protéines non adsorbées sur la résine. Le même tampon 
contenant 50 mM dimidazole a ensuite été passé afin de décrocher les protéines liées non 
spécifiquement à la colonne. La protéine recombinante dintérêt a enfin été éluée par 
passage de tampon contenant 500 mM imidazole. La fraction recueillie a été conservée à 
4°C. Les fractions sont analysées par électrophorèse sur gel SDS-PAGE suivi dun 
Western-Blot. (Annexe 2). 
La colonne a ensuite été lavée avec du tampon NaP 20 mM, NaCl 500 mM, EDTA 
50 mM et imidazole 10 mM, 8 M urée puis avec de leau milliQ et enfin de léthanol 20%, 
puis stockée à 4°C. 
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II.2 - Repliement de la protéine recombinante Tm 
 
Les protéines sont dans un tampon dénaturant contenant de lurée 8 M. Le 
repliement des protéines passe par lélimination de lurée. Lélimination progressive de 
lurée a été obtenue en réalisant 3 dialyses de 4 h successives de léchantillon obtenu après 
purification, contre 2 L de tampon NaP 20 mM à pH 8, à 4°C.  
 
III - Purification par chromatographie dexclusion de taille 
 
Cette deuxième étape de purification est effectuée sur la solution de protéines 
repliées, après dialyse. Elle permet déliminer certaines protéines contaminantes éluées 
avec la protéine dintérêt.  
Le débit de la pompe est 1 mL.min-1. Après rinçage par passage d1 L deau milliQ, 
la colonne a été équilibrée la veille de son utilisation avec le tampon NaP 20 mM à pH 8. 
Léchantillon à purifier a ensuite été chargé sur la colonne puis élué avec un tampon NaP 
20 mM à pH 8. Les fractions sont collectées et conservées à 4°C avant analyse par 
électrophorèse sur gel SDS-PAGE suivi dun Western-Blot (Annexe 3). 
 
IV - Dessalage des protéines et lyophilisation 
 
Les études menées sur les protéines recombinantes nécessitent de fortes 
concentrations en protéines et de faibles concentrations en sels. Il est donc nécessaire 
déliminer les sels présents dans léchantillon. Cette étape de dessalage de la protéine est 
effectuée par passage de la protéine recombinante sur une colonne G25 SF (GE-
Healthcare). Le débit de la pompe est alors de 10 mL.min-1. Lors de cette étape, le tampon 
NaP 20 mM à pH 8 a été remplacé lors de léquilibration de la colonne et de lélution par 
une solution contenant un sel volatil, le NH4HCO3 dans leau à 1 g.mL-1. Les fractions 
recueillies après dessalage ont été analysées par gel SDS-PAGE suivi dimmuno-détection 
par Western Blot (Annexe 3). Après dessalage, la protéine a été lyophilisée et conservée à 
4°C. Lors de la lyophilisation, le NH4HCO3 est éliminé : la protéine peut donc être remise 
en suspension dans le tampon adéquat pour les expériences ultérieures.  
 




C - OBTENTION DES VESICULES LIPIDIQUES 
 
I - Rappels sur les mécanismes de formations des vésicules lipidiques 
 
Les différents phénomènes mis en jeu lors de la préparation de vésicules phospholipidiques 
sont illustrés dans la Figure 33. 
 
Figure 33 : Phénomènes mis en jeu lors de la formation de MLVs (multilamellar vesicles), de 
SUVs (small unilamellar vesicles) et de LUVs (large unilamellar vesicles) à partir de films 
lipidiques secs. 
 
Des vésicules lipidiques sont formées lorsque des films lipidiques sont hydratés : les 
feuillets de bicouches lipidiques deviennent fluides et gonflent. Ainsi hydratés, les feuillets 
se détachent pendant l'agitation et sindividualisent pour former de grandes vésicules 
multilamellaires (MLVs pour multilamellar vesicles). Lapparition de bicouches lipidiques 
empêche linteraction directe de l'eau avec les chaînes aliphatiques des lipides. La 
réduction de la taille des MLVs, ainsi que lacquisition dun caractère unilamellaire, 
exigent l'absorption d'énergie sous forme, par exemple, dultrasons (sonication) ou 
d'énergie mécanique (extrusion).  
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II - Préparation des vésicules lipidiques 
 
Les lipides utilisés sont : 
• Egg Phosphatidyl Choline (EPC ref.: 840051C), Avanti Polar Lipids Inc. 
Alabaster AL. 
• Egg Phosphatidic Acid (EPA ref.: 840101C), Avanti Polar Lipids Inc. 
Alabaster AL. 
• (16:0-18:0(9-10BR)-PC: 1-Palmitoyl-2-Stearoyl(9-10)dibromo-sn-Glycero-
3-Phosphocholine; ((9-10BR)-PC ref.: 850481C), Avanti Polar Lipids Inc. 
Alabaster AL. 
• N-(5-dimethylaminonaphthalene-1-sulfonyl)-1,2-dihexadecanoyl-sn-
glycero-3-phosphoethanolamine, triethylammonium salt (Dansyl-DHPE 
ref :D57), Molecular Probes, Invitrogen. 
• NBD-phosphatidyl ethanolamine (NBD-PE ref: N-360), Molecular Probes, 
Invitrogen. 
Les lipides sont sous forme de solution chloroformique. Ces solutions sont stockées à -
20°C sous atmosphère inerte (N2) afin déviter loxydation. 
 
II.1 - Obtention de petites vésicules unilamellaires (SUVs) 
 
Le principe de fabrication des Small Unilamellar Vesicles (SUVs) est simple. Il faut dans 
un premier temps former de "gros objets" lipidiques composés de multicouches lamellaires 
(MLVs). Ces objets sont ensuite cassés avec des ultrasons pour former des objets plus 
petits, les SUVs. 
 
• Des lipides aux vésicules multilamellaires (MLVs) 
 
Cette étape est commune à la préparation des SUVs et des LUVs. La préparation des 
MLVs requiert tout dabord lobtention dun film lipidique à partir des solutions 
chloroformiques. Dans un premier temps, la quantité nécessaire de lipides est versée dans 
un ballon en verre rôdé dun volume 20 fois supérieur au volume final souhaité. Le 
chloroforme est évaporé jusquà obtention dun film lipidique sous pression réduite dont le 
bain marie aura été thermostaté à 35°C. 
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Le film lipidique est ensuite repris dans moitié volume final déther et moitié volume 
final de tampon aqueux [j1](Ci/NaCi, NaP 10 mM pH 7). Ce mélange est soniqué jusquà 
obtention dune émulsion. Puis léther est évaporé à température ambiante, par diminution 
graduelle de la pression à lintérieur du ballon en verre rodé en évitant de faire bouillir 
léther. Lévaporation graduelle de léther va induire la réorganisation des lipides en 
bicouches concentriques. Les MLVs sont formés. Le volume de la solution de MLVs 
(MultiLamellar Vesicle) est ensuite ajusté au volume souhaité par ajout du tampon. 
 
• Des vésicules multilamellaires aux SUVs 
 
Les SUVs sont préparés par sonication. Les MLVs sont ensuite soniquées (Sonicator 
ultrasonic processor XL, Misonix incorporated) à 20 % de puissance pendant 45 min, dans 
un bain de glace, avec pour 1 s de « pulse on » 2 s de « pulse off ». A lissue de la 
sonication, les SUVs sont centrifugés à 49000 rpm dans un rotor TLA 100.3 en utilisant 
une ultra-centrifugeuse Optima TLX (Beckman Coulter) pendant 1 h à 4°C pour éliminer 
dans le culot les débris de sonde ainsi que les MLVs résiduelles. Le surnageant est 
récupéré. Les SUVs se conservent 48 h à 4°C. 
II.2 - Obtention de grandes vésicules unilamellaires (LUVs) 
 
De même que pour les SUVs, le principe de fabrication des Large Unilamellar Vesicles 
(LUVs) consiste dans un premier temps en la formation de MLVs. Ces objets subissent 
ensuite plusieurs passages à travers des filtres de porosité connue sous pression dazote 
pour former des objets unilamellaires plus petits, les LUVs. 
 
• Des lipides aux vésicules multilamellaires 
 
Létape dobtention des MLVs est commune à celle décrite précédemment §C.II.1.  
 
• Des vésicules multilamellaires aux LUVs 
 
Les LUVs sont formés à partir de la solution de MLVs par extrusion. L'extrusion est 
une technique dans laquelle une suspension lipidique est forcée à passer au travers dun 
filtre de polycarbonate (comportant des pores de taille définie) pour générer des vésicules 
unilamellaires ayant un diamètre proche de la taille des pores du filtre utilisé.  
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Lappareil employé  appelé extruder (LIPEX extruder, Northernlipids)  comporte 
différentes parties. Le montage expérimental employé lors de nos expériences est illustré 








Figure 34 : Dispositif expérimental dextrusion utilisé dans ce travail. 
 
Les parties extérieures de lappareil sont au nombre de trois : un couvercle, des éléments 
centraux à assembler et un socle.  
Le couvercle comporte les parties suivantes : 
# une entrée pour lazote, délivré à une pression de 12 bars, équipée dun robinet 
pour stopper lalimentation entre chaque passage, 
# une valve de purge permettant de vider le gaz contenu dans lappareil et de revenir 
à pression atmosphérique, 
# une entrée pour charger la suspension à extruder, 
# une sortie équipée dun tuyau pour récupérer léchantillon filtré dans une fiole. 
Les différents éléments à assembler sont nécessaires à la filtration et à létanchéité du 
montage. La liste et lordre dassemblage de ces composants sont illustrés dans la 
Figure 35. 
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Figure 35 : Schéma du montage des différents éléments centraux de lextruder. 
 
Sur le socle est placé le support des filtres qui comporte un trou central assurant la sortie 
pour léchantillon filtré. Lempilement des différents éléments se fait par ordre décroissant 
de taille des pores, cest-à-dire de la manière suivante : 
• deux supports métalliques pour filtres, 
• une membrane de nitrocellulose qui servira damortisseur lors de la mise en 
pression de lappareil, 
• deux filtres polycarbonate, préalablement humidifiés de manière à éviter la 
formation de bulles dair. Deux filtres sont utilisés de manière à assurer une 
filtration optimale même en cas de rupture de lun des deux filtres. Selon la taille 
des vésicules choisies, l'extruder est assemblé à l'aide de filtres dont les pores ont 
un diamètre de 100 nm (Nuclepore), de 200 nm de diamètre (Millipore, isopore, 
ref : GTTP02500) ou de 400 nm de diamètre (Millipore, isopore, ref : 
HTTP02500). 
• Deux joints détanchéité (un de faible et un de grand diamètre) sont ajoutés de 
manière à supporter le placement de la chambre centrale. Celle-ci comporte des 
branchements permettant de réguler sa température (Figure 34). Toutes nos 
préparations sont effectuées à température ambiante. 
 
Une fois lextruder monté, la solution de MLVs à filtrer est introduite dans la chambre 
centrale à laide dune seringue à travers le couvercle. Le débit dintroduction doit être 
modéré de manière à éviter la formation de mousses qui pourrait perturber létape de 
filtration. Une fois la suspension introduite, un flux dazote à haute pression dans 
lextruder va pousser la solution à travers les filtres. Lorsque la totalité de la solution est 
filtrée, il faut fermer larrivée de N2 et purger le système en ouvrant le robinet de purge. Le 
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gaz étant totalement évacué, louverture du bouchon est possible et lon peut introduire de 
nouveau la solution à filtrer et entamer un nouveau cycle. 
Pour obtenir une suspension homogène de LUVs, 10 cycles de filtration sont effectués sous 
une pression de 8 bars, lorsque les filtres de 200 nm et 100 nm sont utilisés. La pression est 
de 3 bars lorsque ce sont des filtres de 400 nm qui sont utilisés. 
 
II.3 - Préparation de vésicules lipidiques chargées en sulforhodamine B 
 
Le protocole de préparation des vésicules lipidiques est le même que décrit ci-
dessus (§C.II.2). Cependant le tampon aqueux utilisé pour la préparation est différent, il 
sagit dun tampon Ci/NaCi, NaP 10 mM pH 7 contenant 50 mM de sulforhodamine B 
(Molecular Probes, Invitrogen, ref : S1307). Une fois les vésicules lipidiques 
unilamellaires obtenues, la sulforhodamine contenue dans le tampon à lextérieur des 
vésicules lipidiques est éliminée par passage de la solution de vésicules sur une colonne 
PD10 (Sephadex G25M, Amersham Biosciences). La colonne PD10 est préalablement  
équilibrée avec 25 mL dun tampon Ci/NaCi, NaP 10 mM, NaCl 50 mM, pH 7. Le NaCl 
ajouté en concentration équimolaire à celle de la sulforhodamine B permet de conserver un 
équilibre osmotique lors de lélution et ainsi, déviter léclatement des vésicules lipidiques. 
Ensuite, 400 µL de vésicules lipidiques à 20 mM sont déposés sur la colonne et le 
volume est complété à 2,5 mL avec le tampon délution pour atteindre le volume minimal à 
déposer sur ce type de colonne. La colonne permet de séparer les vésicules lipidiques du 
tampon contenant la sulforhodamine B. Les vésicules lipidiques sont éluées en premier et 
sont recueillies dans les quatre premiers millilitres délution. En sortie de colonne les 
vésicules lipidiques ont été diluées dune part 1,4 fois dans la colonne et dautre part 6,25 
fois lors du dépôt. Pour des vésicules lipidiques dont la concentration initiale était 20 mM, 
la concentration en sortie de colonne est donc de 2,28 mM dans un tampon Ci/NaCi, NaP 
10 mM, 50 mM NaCl, pH 7. 
 
II.4 - Caractérisation des vésicules par diffusion de lumière 
 
La taille et lhomogénéité des vésicules lipidiques ont été vérifiées par diffusion 
dynamique de la lumière (DLS). Pour nos préparations, les mesures ont été réalisées avec 
un Zetasizer 3000 équipé dun laser HeNe (Malvern Instruments Ltd, Malvern, UK). La 
méthode est basée sur la propriété des vésicules à diffuser la lumière dans toutes les 
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directions, et sur le fait que ces objets sont en mouvement permanent (mouvement 
brownien). La fréquence et lamplitude de ces mouvements browniens dépendent de la 
taille des vésicules et de la viscosité du solvant. La diffusion de la lumière varie avec le 
temps et peut être reliée au coefficient de diffusion des particules en solution. Cette 
spectroscopie par corrélation de photon est une technique simple et rapide bien que le 
traitement mathématique soit complexe. 
Les tailles moyennes mesurées pour les différentes tailles théoriques sont : 
• Pour les SUVs : 48,1 nm ± 2,7 nm 
• Pour les LUVs 100 nm : 98,2 nm ± 4,9 nm 
• Pour les LUVs 200 nm : 174,2 nm ± 12,7 nm 
• Pour les LUVs 400 nm : 288,1 nm ± 23,1 nm 
Les valeurs 100 nm, 200nm et 400 nm correspondent au diamètre des pores des filtres 
utilisés lors de lextrusion.  
Par la suite, les différents types de LUVs seront nommés LUVs 100 nm, LUVs 170 nm et 
LUVs 280 nm pour des LUVs de taille « théorique » 100 nm, 200 nm et 400 nm 
respectivement. La taille « théorique » étant définie comme celle des pores des filtres 
utilisés lors de lextrusion. 
 
D  ANALYSES SPECTROSCOPIQUES 
 
I - Dichroïsme Circulaire 
 
• Expériences réalisées en présence de Tm 
 
Les expériences de dichroïsme circulaire sont réalisées sur un spectropolarimètre 
Jasco J-810, dans des cuves en quartz de trajet optique 1 mm dans lUV lointain et 10 mm 
dans lUV proche. La concentration de Tm est de 0,5 µM pour les spectres effectués dans 
lUV lointain et de 4 µM pour les expériences réalisées dans lUV proche. Pour les 
expériences de CD, le tampon utilisé est un tampon Ci/NaCi, NaP  5 mM au pH souhaité. 
Un surfactant fluoré, le C8FTAC (Breyton et al., 2004), est utilisé dans les gammes de pH 
où la protéine nest pas soluble. La concentration du C8FTAC (produit fourni par le 
Laboratoire de Chimie Bio-organique et des Systèmes Moléculaires Vectoriels de la 
faculté des sciences dAvignon) est comprise entre 0,15 mM et 0,3 mM (soit 5 et 10 fois sa 
cmc) dans lUV lointain et lUV proche respectivement. En présence de vésicules 
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lipidiques, les ratios molaires Lipides/Protéines (L/P) utilisés sont de 500. La composition 
des vésicules lipidiques est EPC/EPA 9:1. 
 
 
Figure 36 : Formule du C8FTAC. Ce détergent fluoré a la propriété de respecter lintégrité des 
membranes lipidiques. 
 
Pour les expériences réalisées dans LUV lointain, chaque spectre obtenu est la 
moyenne de 15 enregistrements à une vitesse de 100 nm.min-1 avec un pas de 1 nm. La 
région du spectre utilisée est entre 195 nm et 250 nm.  
Pour les spectres effectués dans lUV proche, chacun est la moyenne de 40 
accumulations à une vitesse de 50 nm.min-1, avec un pas de 0,5 nm. La région du spectre 
utilisée va de 250 nm à 320 nm.  
Le signal obtenu est lellipticité (θ) exprimée en millidegrés (mdeg). Les spectres 
sont présentés en ellipticité molaire par résidu ([θ] en deg.cm2.dmol-1) en fonction de la 
longueur donde, ce qui permet de comparer les différents spectres : [θ] = 0,1.θ/(C.N.l)  
avec « C » la concentration de protéine en mol.L-1, « l » le trajet optique en cm et « N » le 
nombre de résidus du polypeptide.  
 
• Expériences réalisées en présence de lapomyoglobine 
 
Les spectres sont enregistrés sur un spectropolarimètre Jasco J-810. Chaque spectre 
enregistré dans lUV lointain est la moyenne de 30 accumulations entre 190 et 250 nm à 
une vitesse de 50 nm.min-1 avec un pas de 1 nm. Le trajet optique de la cuve en quartz est 
de 1 mm. La concentration en aMb est de 2,5 µM. Lorsque les spectres sont enregistrés en 
présence de LUVs anioniques (EPC/EPA), le ratio molaire L/P est de 300. 
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II - Fluorescence 
 
II.1 - Fluorescence du Tryptophane 
 
• Expériences réalisées avec Tm 
 
La fluorescence du tryptophane est sensible à son environnement. Ainsi lorsquun 
Trp est exposé à un environnement polaire, sa longueur donde maximale démission de 
fluorescence (λmax) sera située aux alentours de 350 nm; mais lorsque son environnement 
est apolaire cette valeur est déplacée vers des longueurs donde plus courtes et peut 
atteindre 330 nm.  
Les expériences de fluorescence du tryptophane sont réalisées sur un fluorimètre 
Jasco FP-6500 dans une cuve en quartz de 10 mm de trajet optique. Les spectres sont la 
moyenne de 3 accumulations. La longueur donde dexcitation est fixée à 292 nm. Les 
bandes passantes sont de 3 nm en excitation et en émission. La vitesse est 125 nm.min-1 et 
le temps de réponse est de 1 s. Lors de ces expériences la concentration finale de Tm est de 
0,5 µM dans un tampon Ci/NaCi, NaP  10 mM au pH souhaité en présence de C8FTAC 
0,15 mM de LUVs 170 nm EPC/EPA (9 :1) à un ratio molaire L/P 500. 
 
• Expériences réalisées avec lapomyoglobine 
 
Dans le cas de lapomyoglobine, les expériences de fluorescence du Trp sont 
effectuées sur un fluorimètre Jasco FP-6500 dans une cuve de 10 mm de trajet optique. Les 
bandes passantes en excitation et en émission sont de 3 nm. La longueur donde 
dexcitation est de 280 nm. Les spectres sont la moyenne de 3 accumulations. Le pas de 
temps utilisé est de 1 nm et la vitesse de 125 nm.min-1. La concentration de 
lapomyoglobine est de 1 µM et le ratio molaire Lipide/Protéine égal à 300. Le tampon 
utilisé est un tampon Ci/NaCi 4 mM, 50 mM NaCl ou 150 mM NaCl. 
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II.2 - Quenching de fluorescence par les lipides bromés 
 
Le brome est un « quencher » de la fluorescence du tryptophane. Il agit à courte 
distance, soit ~1 nm. Lorsque un tryptophane est situé à proximité dun atome de brome, 
lintensité de fluorescence va donc diminuer.  
Lors des expériences dextinction de fluorescence du tryptophane par le brome, des 
lipides bromés sont introduits dans les vésicules lipidiques anioniques. Les bromes sont 
situés aux positions 9 et 10 sur les chaînes aliphatiques.  
 
 
Figure 37 : Représentation dun lipide bromé sur les Carbone 9 et 10 de la chaîne aliphatique. 
1-Palmitoyl-2-Stearoyl(9-10)dibromo-sn-Glycero-3-Phosphocholine (9-10BR)-PC 
 
Les vésicules lipidiques sont composées de EPC/EPA/(9-10BR)-PC aux ratios 
molaires suivants : 7 :1 :2 et 5 :1 :4. Elles sont préparées à une concentration finale de 
20 mM en lipides totaux. Les spectres de fluorescence sont réalisés sur un fluorimètre 
Photon International Technology QM-4/2005 SE à température ambiante dans une cuve en 
quartz de 10 mm de trajet optique dun volume de 50 µL. Les spectres sont réalisés entre 
320 et 360 nm. La longueur donde dexcitation est de 292 nm et une bande passante de 
3 nm en excitation et de 5nm en émission sont utilisées, le temps de réponse est 1 s. 
Chaque spectre est la moyenne de 8 accumulations. Les intensités de fluorescence à 
350 nm obtenus sont rapportés à lintensité de fluorescence obtenue dans les mêmes 
conditions en présence de vésicules lipidiques EPC/EPA. Les expériences sont réalisées à 
un ratio molaire L/P 500 et à une concentration finale en protéine de 1 µM, dans un 
volume final de 100 µL. Les lipides sont pré-incubés dans le tampon Ci/NaCi, NaP 10 mM 
au pH souhaité pendant 30 min à température ambiante. La protéine est ensuite ajoutée et 
le mélange est incubé 2 h à température ambiante avant la mesure. Afin de déterminer 
limplication de liaisons de type électrostatique en la protéine et la bicouche lipidique, du 
NaCl, à une concentration finale de 200 mM est ensuite ajouté. Le mélange est incubé sur 
la nuit à température ambiante. Laugmentation de lintensité de fluorescence mesurée 
dans les mêmes conditions que précédemment indique dans ce cas une inhibition de 
linteraction protéine-membrane en présence de sels. Cela indique limplication 
Matériel et Méthodes 
 87
dinteraction de type électrostatique dans la liaison entre la protéine et la bicouche 
lipidique. 
 
II.3 - Expériences de perméabilisation de vésicules lipidiques 
 
• Expériences réalisées avec Tm 
 
Le but de ces expériences est détudier la déstabilisation des bicouches de vésicules 
lipidiques due à la liaison et/ou linsertion de la protéine dans la bicouche. La 
perméabilisation des vésicules lipidiques peut être due à une déstabilisation de la bicouche, 
à la formation de canaux au travers de la bicouche par exemple. Le suivi de la 
perméabilisation se fait grâce à un fluorochrome : la sulforhodamine B que lon encapsule 
dans les vésicules lipidiques à une concentration telle (50 mM) quil y a auto-extinction de 
sa fluorescence. Lorsque la bicouche lipidique est perméabilisée, la sulforhodamine B est 
libérée dans le tampon aqueux. Elle est alors diluée et fluoresce à nouveau. Lévolution de 
lintensité de fluorescence de la sulforhodamine B est suivie en fonction du temps (Fig.38). 
Elle permet daccéder à la vitesse initiale de perméabilisation (V0) ainsi quau taux de 
perméabilisation des vésicules lipidiques par la protéine. 
 
Figure 38 : Exemple de signal obtenu lors des expériences perméabilisation de vésicules 
lipidiques chargées en sulforhodamine B. 
 
On peut calculer à partir du signal obtenu la vitesse initiale de perméabilisation des 
vésicules lipidiques après ajout de protéine, ainsi que le taux de perméabilisation des 
vésicules lipidiques. 
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Les expériences sont réalisées sur un fluorimètre Jasco FP-6500 dans une cuve en 
quartz de 10mm de trajet optique et sous agitation. La longueur donde dexcitation est de 
565 nm et la longueur donde démission 586 nm. Les bandes passantes en excitation sont 
de 3 nm et sont de 5 nm en émission. Le temps de réponse est de 1 s par nm. Les cinétiques 
se font à température ambiante. Au bout de 150 s, la protéine est ajoutée dans la cuve. En 
fin de cinétique 60 µL de Triton X100 à 10% sont ajoutés pour lyser les vésicules 
lipidiques. 
Les vésicules lipidiques utilisées sont de tailles différentes : SUV, et LUV de 100 
nm, 170 nm et 280 nm de diamètre. Elles sont composées de EPC/EPA 9:1 et le ratio 
molaire L/P utilisé est de 5000 pour Tm et DT (pour la préparation des vésicules lipidiques 
chargées en sulforhodamine B voir le paragraphe préparation des vésicules lipidiques). La 
concentration finale est de 20 µM de lipides dans un tampon Ci/NaCi, NaP 10 mM, 50 mM 
NaCl au pH souhaité. 
 
• Expériences réalisées avec lapomyoglobine 
 
Ces expériences sont basées sur le même principe que celles réalisées en présence de Tm. 
Dans ce cas, un fluorophore, la pyranine (ref : H348, Molecular Probes) est encapsulé dans 
les vésicules lipidiques. Un « quencher » de la fluorescence de la pyranine, le DPX (p-
xylen-bis-myridinium bromide, ref : X1525, Molecular Probes) est ajouté au tampon. Ainsi 
lors de la perméabilisation des vésicules lipidiques par laMb, lintensité de fluorescence 






Figure 39 : Principe de lexpérience de 
perméabilisation de vésicules 
lipidiques utilisée dans le cas de laMb. 
La pyranine est représentée en rose, le 
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La préparation des LUVs chargées en pyranine est effectuée selon le même 
protocole que celui de la préparation des LUVs chargées en sulforhodamine B (§C.II.3). La 
concentration en pyranine à lintérieur des vésicules lipidiques est de 0,2 mM. La 
concentration finale en DPX est de 20 mM. Les expériences sont effectuées dans un 
tampon Ci/NaCi 4 mM, 50 mM NaCl ou 150 mM NaCl. La concentration finale en aMb 
est de 1 µM. Le ratio molaire L/P est de 350 pour laMb en présence de LUVs EPC/EPA 
(9 :1) et 400 lorsque des LUVs EPC sont utilisées. Les expériences sont effectuées sur un 
fluorimètre Jasco FP-6500 dans des cuves en quartz de 10 mm de trajet optique et sous 
agitation. La longueur donde dexcitation est de 405 nm et la longueur donde démission 
511 nm. Les bandes passantes sont de 1 nm et de 3 nm en excitation et en émission 
respectivement. Le temps de réponse est de 1 s. 
 
II.4 - Expériences de FRET Tryptophane/Dansyl-DHPE  
 
Ces expériences visent à observer la proximité entre une protéine et la bicouche 
lipidique. Les vésicules lipidiques utilisées sont de tailles différentes. Leur composition est 
EPC/EPA/Dansyl-DHPE (9:1:0,5) ou EPC/ Dansyl-DHPE (10 :0,5).  
 
Figure 40 : Formule semi développée du Dansyl-DHPE (N-(5-dimethylmaminonaphtalene-1-
sulfonyl)-1-2dihexadecanoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamine triethylammonium salt) (D57, 
Molecular Probes) 
 
Le spectre démission de fluorescence du donneur (tryptophanes) recouvre le 
spectre dexcitation de laccepteur. Ainsi, le donneur peut transmettre par résonance une 
partie de son énergie dexcitation à laccepteur. Cela aura pour conséquence la 
fluorescence de ce dernier. Plus le transfert dénergie entre donneur et accepteur sera 
efficace plus laccepteur émettra de photons de fluorescence. Cependant, il est important 
de noter que lefficacité du transfert de fluorescence est proportionnelle à 1/R6, avec R la 
distance Donneur-Accepteur.  
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La Figure 41 montre un exemple de signaux de fluorescence obtenus à pH 7 et 
pH 3,8. Lintensité de fluorescence est mesurée en fonction du temps à une longueur 
donde fixe qui correspond à la longueur donde maximale démission de fluorescence de 
laccepteur (520 nm dans ce cas). La longueur donde dexcitation utilisée est celle qui 






Figure 41 : Exemple de signal de 
fluorescence obtenu lors des expériences 
de FRET. Lintensité de fluorescence de 
laccepteur (Dansyl-DHPE) est mesurée 
en fonction du temps avant (F0) et après 
ajout de la protéine. La fluorescence F au 






Dans un premier temps, lintensité de fluorescence des vésicules lipidiques est 
mesurée, elle est appelée F0. La protéine est ensuite ajoutée et lintensité de fluorescence 
mesurée jusquà ce quelle atteigne un plateau indiquant que le transfert de fluorescence 
est maximal dans les conditions testées. Lintensité de fluorescence au plateau (F) est 
utilisée pour quantifier le transfert dénergie. Lutilisation du ratio F/F0 permet la 
comparaison des résultats de FRET obtenus dans les différentes conditions expérimentales. 
Lorsque la valeur de F/F0 est égale à 1, il ny a pas de transfert entre donneur et accepteur. 
Plus la valeur de ce ratio est élevée et plus le FRET est efficace. 
Les expériences sont réalisées dans un volume final de 2 mL, la concentration 
finale en protéine est de 0,1 µM et la concentration finale en vésicules lipidiques de 10 µM 
(ratio molaire L/P 100). Les vésicules lipidiques sont incubées à température ambiante 30 
min dans le tampon Ci/NaCi, NaP 10 mM au pH souhaité. Les mesures de fluorescence 
sont effectuées sur un fluorimètre Photon Technology International QM-4/2005 SE dans 
une cuve en quartz de trajet optique 1 cm. La longueur dexcitation est de 292 nm et la 
longueur donde démission 520 nm. Les bandes passantes en excitation et en émission 
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sont de 3 nm. Le ratio F/F0 représente donc le rapport entre les intensités de fluorescence 
du Dansyl-DHPE au plateau de fluorescence après ajout de protéine (F) et avant ajout de 
protéine (F0). 
 
II.5 -Expériences de partition suivies par centrifugation 
 
Le principe de ces expériences est décrit dans la Figure 42. Lintensité de fluorescence de 
laMb seule en solution (F0) à 330 nm est mesurée. LaMb (1 µM final) dans un tampon 
Ci/NaCi 4 mM, 50 mM NaCl ou 150 mM NaCl, est ensuite laissée à incubée 2 à 
température ambiante avec des LUVs anioniques (EPC/EPA/NBD-PE 9 :1 :0,05) à un ratio 
molaire L/P 300. Lintensité de fluorescence de laMb (F1) à 330 nm est mesurée pour 
contrôler que la protéine na pas précipitée. Puis le mélange est centrifugé à 265 000 g 
dans une centrifugeuse Beckman L-70 avec un rotor Ti 70.1 pendant 1h30 à 4°C. Suite à 
cette étape de centrifugation, les LUVs sont retrouvés dans le culot amenant avec eux la 
protéine liée. Seule la protéine non liée reste dans le surnageant.  








aMbbound / aMbtot= (F0- F2) / F0
 
Figure 42 : Protocole de lexpérience de partition suivie par centrifugation. 
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Lefficacité de culottage des LUVs est mesurée grâce à la mesure de la fluorescence du 
NBD-PE (longueur donde dexcitation 464 nm ; spectre démission enregistré entre 500 et 
600 nm). 
La quantité de protéine liée (aMbbound/aMbtot) est égale à la différence entre lintensité de 
fluorescence à 330nm de laMb avant centrifugation (F0) corrigée par le facteur de dilution 
amenée par lajout des LUVs, et celle du surnageant après centrifugation (F2). 
 
II.6 -Expériences de diffusion de la lumière  
 
Ces expériences sont réalisées pour lapomyoglobine (1 µM) en présence de LUVs 
anioniques (EPC/EPA, 9 :1) à un ratio molaire L/P 350 et pour le domaine de translocation 
de la toxine diphtérique (100 nM)  à un ratio molaire L/P 3000. Les tampons utilisés sont 
pour laMb un tampon Ci/NaCi 4mM, 30mM NaCl ou 150 mM NaCl et pour le domaine 
de translocation de la toxine diphtérique un tampon Ci/NaCi 5 mM. Les expériences sont 
réalisées sur un spectrofluorimètre Jasco FP-6500. Les longueurs donde dexcitation et 
démission sont toutes les deux fixées à 600 nm.  
 
E    EXPERIENCES DE PONTAGE AU GLUTARALDEHYDE 
 
Les expériences de pontages au glutaraldéhyde sont réalisées à pH 7 et pH 4. Dans 
un premier temps la protéine est solubilisée dans un tampon Ci/NaCi, NaP 5 mM, 0,3 mM 
C8FTAC à pH 7 soit dans une solution de LUVs anioniques (EPC/EPA 9 :1) préparée dans 
un tampon Ci/NaCi, NaP 5 mM à pH 7 à un ratio molaire final L/P 1000. La protéine 
solubilisée en présence de LUVs ou de C8FTAC est ensuite « diluée » dans un tampon 
Ci/NaCi, NaP 5 mM à pH 7 ou pH 4 de façon à obtenir une concentration finale de 0,5 µM 
de protéine dans un volume de 140 µL. La réaction de pontage est initiée par ajout de 
glutaraldéhyde au pourcentage massique souhaité. Le pourcentage massique final de 
glutaraldéhyde utilisé est de 0,01% pour les cinétiques effectuées à pH 7 et de 0,025% à 
pH 4. Le temps « 0 » correspond à un aliquot prélevé (20 µL) juste après ajout de 
glutaraldéhyde dans le milieu. Larrêt de la réaction de pontage se fait par ajout dArginine 
à 200 mM final et incubation 30 min à température ambiante. Les aliquots sont ensuite 
déposés sur un gel SDS-PAGE 8%. La détection de la protéine est réalisée par 
immunodétection utilisant un anticorps anti-histidine. 
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F   EXPERIENCES DECHANGE HYDROGENE/DEUTERIUM 
 
I - Principe général de lexpérience 
 
Lexpérience est effectuée à faible force ionique à pH 4 et pH 5,5 pour la protéine 
en solution et en présence de LUVs anioniques. Nous avons choisi deffectuer des 
échanges Deuterium/Hydrogène (D/H) pour des raisons pratiques. En effet, le dépôt des 
échantillons sur la plaque de mesure du spectromètre de masse nécessite lutilisation de 
solutions hydrogénées. Les hydrogènes présents entraîneraient des reéchanges D/H. La 
protéine a donc été préalablement deutérée. Les LUVs ont également été préparées dans 
des tampons deutérées. Le protocole de lexpérience est schématisé dans la Figure 43. 
 
Protéine deutérée en solution ou 
en présence de LUVs
Echange D/H de la minute à lheure 
Dilution  au dixième dans un 
tampon hydrogéné
Degré dhydrogénation de 
la protéine
Profil déchange D/H global
Digestion enzymatique dans un 
bain de glace (2min)
Localisation des fragments peptidiques 
protégés contre léchange isotopique
Profil déchange D/H local
« Quenching » de léchange à
différents temps par saut de 
pH (pH2,2) 
pD4 ou pD5.5
Ajout de 20% 
(v/v) H3PO4 à 
110mM
Dépôt et analyse 
MALDI-TOF
Ajout de Protéase de type 




Figure 43 : Protocole de lexpérience déchange D/H en solution ou en présence de lipides. 
 
Les expériences ont été réalisées en chambre froide (4°C) de façon à ralentir les 
vitesses déchanges isotopiques. La réaction déchange D/H est précédée par une étape 
dincubation : la protéine deutérée lyophilisée et dissoute dans un tampon deutéré avec ou 
sans LUVs anioniques, puis incubée 2 heures à température ambiante. Ces deux conditions 
sont testées pour chaque valeur de pD (pD 4 et pD 5,5). Le pD des différentes solutions est 
Matériel et Méthodes 
 94
mesuré sur un pH-mètre standardisé avec des solutions hydrogénées. La correspondance 
est donnée par léquation pD = pHmesuré + 0,4 (Glasoe & Long, 1960). La réaction 
déchange D/H est amorcée par dilution du mélange deutéré dans un tampon citrate 
hydrogéné à pH 4 ou pH 5,5. Léchange isotopique est stoppé (étape dite de « quenching ») 
par saut de pH jusquà pH 2,2 à différents temps. A cette valeur de pH, les échanges sont 
très ralentis (Bai et al., 1993). Les échantillons sont congelés rapidement dans lazote 
liquide après « quenching » de la réaction et conservés à -20°C avant analyse.  
Les cinétiques globales sont analysées par spectrométrie de masse MALDI-TOF 
(Matrix Assisted Laser Desorption Ionization Time Of Flight). Bien que peu couramment 
utilisée dans ce type dexpériences, lanalyse de type MALDI est ici justifiée car elle est 
compatible avec la présence de lipides dans léchantillon. 
Les cinétiques globales nous donnent des informations sur la protection de la 
protéine entière lors de son interaction avec les membranes, mais napportent aucune 
indication quant à la localisation des régions impliquées dans cette interaction, cest 
pourquoi des cinétiques dites locales sont réalisées. Ces dernières sont accompagnées 
dune digestion enzymatique. Lanalyse par spectrométrie de masse des fragments 
peptidiques obtenus permettra de déterminer leur implication dans linteraction de la 
protéine avec la membrane grâce à leur profil de protection contre les échanges 
isotopiques. 
Pour les cinétiques locales, les échantillons sont rapidement décongelés puis les 
digestions peptidiques (pepsine/protéase de type XIII) sont effectuées dans un bain de 
glace de façon à limiter les reéchanges à pH 2,2. Lanalyse des fragments peptidiques est 
effectuée par LC-MS/MS en utilisant une source dionisation de type electrospray (ESI). 
Le séquençage des peptides issus de ces digestions a été réalisé au préalable de façon à 
pouvoir identifier chaque peptide. 
 
II - Deutération de lapomyoglobine 
 
Lapomyoglobine utilisée dans ces expériences a été produite précédemment au 
laboratoire. Le protocole suivi est ce lui décrit dans larticle de Weisbuch et al., 2005. 
Lapomyoglobine hydrogénée lyophilisée est dissoute dans du D2O pur à pD 7 à une 
concentration finale de 50 µM. Après une incubation sur la nuit à température ambiante, la 
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solution est lyophilisée puis la protéine est à nouveau dissoute dans du D2O pur à pD 7. 
Trois cycles successifs sont réalisés. 
 
III - Incubation 
 
Lincubation de la protéine seule et en présence de LUVs anioniques est réalisée à 
température ambiante à pD 4 et pD 5,5. Les pH effectivement mesurés sur le pH-mètre 
sont pH 3,6 et pH 5,1 respectivement de façon à correspondre aux pDs souhaités. La 
protéine deutérée et lyophilisée est resuspendue dans un tampon Citrate 4 mM, 30 mM 
NaCl deutéré en absence et en présence de LUVs anioniques (EPC/EPA (9 :1)) à un ratio 
molaire L/P 300. La concentration finale de la protéine est de 26 µM et celle des lipides 
7,8 mM. Dans ces conditions, la totalité de la protéine est liée aux membranes (Vernier et 
al., 2007). Lincubation dure 2 h à température ambiante. 
 
IV - Cinétiques déchange D/H 
 
Les cinétiques sont réalisées en chambre froide. Elles sont initiées lors de la 
dilution au dixième dans un tampon citrate 4 mM, NaCl 30 mM pH 4 ou pH 5,5 
hydrogéné. A chaque temps, allant de la minute à plusieurs heures, 80µL sont prélevés et 
mélangés rapidement à 20 µL de H3PO4 110 mM et immédiatement congelés dans lazote 
liquide. Les échantillons sont ensuite conservés à -20°C avant analyse. 
 
V - Digestion enzymatique 
 
Les digestions enzymatiques consécutives aux échanges D/H sont effectuées dans 
un bain de glace à 0°C. Les protéases utilisées sont la pepsine et la protéase de type XII 
dAspergillus saitoi (Sigma-Aldrich). Ces protéases sont assez peu spécifiques mais il a été 
montré quelles présentent une bonne reproductibilité de coupure sur les protéines de haut 
poids moléculaires (Cravello et al., 2003). Ces deux enzymes sont actives à pH 2,2 et basse 
température quand les échanges isotopiques sont ralentis. 
Les solutions de protéases sont préparées dans H3PO4 110 mM et leur concentration 
finale est 1,7 mg.mL-1 pour la pepsine et 16 mg.mL-1 pour la protéase de type XIII. Elles 
sont également refroidies avant digestion enzymatique. La digestion enzymatique de 
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lapomyoglobine dure 2 min. Elle est effectuée à pH 2,2 et les ratios protéase/protéine sont 
1/1 (w/w) pour la pepsine et 15/1 pour la protéase de type XIII. 
 
VI - Séparation des peptides par HPLC 
 
Afin de limiter les échanges H/D lors de la séparation, le système est refroidi à 0°C 
dans un bain de glace. 
Les peptides issus des digestions peptidiques sont chargés sur une colonne 
MacroTrap (Michrom Bioresources, Auburn, CA) et dessalés par lavage de la colonne avec 
la solution HPLC A (0,03% (v/v) acide trifluoroacétique dans leau). Puis les peptide sont 
élués sur une colonne en phase inverse (C18) (1 mm x 100 mm ; Interchrom), cela permet 
également de séparer les peptides des lipides. La séparation se fait par un gradient linéaire 
allant de 15% à 40% (v/v) de solution B (95% acétonitrile, 0,03% acide trifluoroacétique 
(v/v)) en 20min et suivi dune étape dans laquelle le gradient passe de 40% à 45% de 
solution B en 5min. Le débit sur la colonne est de 50 µL.min-1. La colonne est 
préalablement équilibrée avec 15% (v/v) de solution B. 
 




La spectrométrie de masse est une technique analytique qui permet de transformer 
des molécules neutres en ions gazeux afin de déterminer leur masse moléculaire en 
analysant leur rapport masse/charge (m/z). Tous les spectromètres de masse possèdent trois 
parties disctinctes : la source dionisation, lanalyseur et le détecteur. La source 
dionisation permet dioniser les molécules à analyser. Les ions sont ensuite séparés dans 
lanalyseur selon leur rapport m/z puis un détecteur mesure les quantités respectives des 
ions séparés. 
 
VII.2 Analyse par MALDI-TOF 
 
Un spectromètre de masse de type MALDI-TOF a été utilisé pour lanalyse des cinétiques 
déchanges D/H globales. Lintérêt majeur de lutilisation du MALDI est que la majorité 
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des ions produits sont monochargés. Cest un avantage non négligeable pour lanalyse de 
peptides complexes. De plus, cette technique présente lavantage dêtre compatible avec la 
présence de sels, de détergents, tampons. Ce qui évite une étape de dessalage avant 
analyse. La rapidité de la mesure est également un avantage considérable pour les 
expériences déchanges H/D. Enfin, la concentration de matériel protéique nécessaire est 
assez faible (~10 pmoles.µL-1). 
Les cinétiques globales sont analysées par MALDI-TOF. Les échantillons 
précédemment congelés lors des expériences sont décongelés un par un à température 
ambiante. 0,5 µL de léchantillon est déposé sur la plaque métallique et mélangé avec 
0,5 µL dacide sinapinique (matrice). Le séchage du mélange ainsi obtenu est réalisé sous 
flux dazote afin daccélérer la co-cristallisation de léchantillon et de la matrice, afin de 
limiter les échanges H/D entre les deux solutions. Lanalyse est ensuite effectuée sur un 
spectromètre de masse MALDI-TOF Voyager Elite (Applied Biosystems). Les spectres 
sont obtenus en mode linéaire sur une gamme de masse de 8000 à 20 000 Da avec 
utilisation dune calibration externe. 
 
VII.3 Analyse par Spectrométrie de masse en tandem (MS/MS) 
 
Lors danalyse par spectrométrie de masse en tandem, les ions (ou peptides issus de 
digestion enzymatique) sont tout dabord séparés selon leur rapport m/z au niveau du 
premier analyseur. Les ions ayant un même rapport m/z, dits ions parents, entrent ensuite 
dans une chambre de collision dans laquelle ils sont fragmentés en ions fils. Cest au 
niveau du deuxième analyseur que les ions fils sont séparés. 
Ce type danalyse a été utilisé pour lidentification des fragments peptidiques issus 
des digestions enzymatiques lors de la cartographie de lapomyoglobine et des cinétiques 
déchanges D/H locales. Elles ont été effectuées sur un spectromètre de masse utilisant une 
source dionisation electrospray (ESI) et un analyseur de type piège à ions (trappe ionique). 
Ce type danalyse permet davoir une plus grande précision dans la détermination de la 
masse des fragments peptidiques. Il nécessite cependant de séparer au préalable les lipides 
des peptides et ne tolère pas les sels contrairement au MALDI. Ainsi, après digestion 
enzymatique (cf. §III.V), dessalage et séparation (cf. §III.VI), les fragments peptidiques 
sont analysés par spectrométrie de masse en tandem Le système HPLC est directement 
couplé à la source dionisation electrospray du spectromètre. Les analyses sont effectuées 























Le mécanisme daction des toxines bactériennes de type AB comprend 
généralement un passage par le compartiment endosomal. Par conséquent l'interaction de 
ces toxines, en particulier leur domaine de translocation, est sensible au pH. D'autre part, le 
domaine de translocation devient fonctionnel à pH acide, c.à.d. à l'intérieur des endosomes 
tardifs. A ce stade, deux types de comportement peuvent être distingués: 1) Le domaine de 
translocation adopte un état partiellement replié apte à interagir avec la membrane, 2) l'état 
fonctionnel correspond à la formation d'une protéine transmembranaire résultant de 
l'oligomérisation du domaine. Dans ce dernier cas, l'oligomérisation est rendue possible par 
un changement de conformation local. 
Le passage par un état partiellement replié capable dinteragir avec la bicouche 
lipidique est le mécanisme daction adopté par la toxine diphtérique. Ainsi, avec 
lacidification du pH, le domaine de translocation subit des changements conformationnels 
conduisant à un état sans structure tertiaire stable mais avec des structures secondaires 
similaires à celles de l'état natif, cet état est appelé le "globule fondu" ou encore le 
« molten-globule ». Cette dernière appellation sera utilisée dans la suite du manuscrit. Le 
domaine de translocation de la toxine diphtérique expose alors au solvant ses hélices 
hydrophobes. Ces dernières vont interagir avec les membranes et permettre le passage du 
domaine catalytique dans le cytosol de la cellule cible où il exercera son activité létale. 
Une autre possibilité réside en loligomérisation de la partie B de ce type de toxine. 
Cest le cas de lanthrax et de la toxine pertussique par exemple. La toxine pertussique est 
dite A1B5. Il est supposé que lors de son entrée dans la cellule, la chaîne A est clivée en 
deux chaînes reliées par un pont disulfure dont lune porte lactivité enzymatique de la 
toxine et la seconde assure la liaison avec la partie B de la toxine. Le composant B se 
présente sous forme dun pentamère et assure la fonction de liaison au récepteur mais 
également la translocation du domaine portant lactivité enzymatique de la toxine. Le 
pentamère forme un pore à travers la bicouche lipidique. Dans le cas de lanthrax, les 
composants A et B sont synthétisés séparément. Dans ce cas, la partie B forme un 
heptamère et forme un pore à travers la bicouche lipidique. Ce nest que lorsque 
loligomère est formé que linteraction avec le composant A a lieu. 
 
A ce jour, le mécanisme dintoxication de la toxine botulique est peu caractérisé et 
le mode d'action du domaine de translocation n'est pas connu. Il est généralement accepté 
que la toxine passe par le compartiment endosomal. De récentes études indiquent que lors 
de létape de la translocation un pore se forme au travers des membranes des endosomes. 
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Cette étude comporte plusieurs objectifs: sensibilité au pH des interactions du 
domaine de translocation avec les membranes, caractériser les changements de structure 
impliqués, observer l'état fonctionnel du domaine et mettre en évidence les facteur 
environnementaux ayant un effet sur sa fonction. Il s'agira notamment de déterminer si 
l'insertion du domaine de translocation passe par un état partiellement replié comme la 
toxine diphtérique ou par une oligomérisation comme l'anthrax. Pour ce faire, le domaine 
de translocation sera obtenu par expression hétérologue dans E. Coli et des vésicules 
lipidiques seront utilisées comme modèles de membrane.  
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A - BIOLOGIE MOLECULAIRE  
 
I - Stratégie initiale 
 
La stratégie initiale a été de cloner dans un vecteur pQE81l, la séquence codant 
pour les domaines catalytique et de translocation de BoNT/A extraite du génome de 
Clostridium botulinum par PCR (Fig. 44). Notre but étant à terme détudier le 
comportement en solution et en présence de vésicules lipidiques du domaine de 
translocation, seul dans un premier temps puis associé au domaine catalytique (C+T) dans 
un deuxième temps.  
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Figure 44 : Les trois domaines fonctionnels de BoNT/A. Après clivage protéolytique, la toxine 
botulique est dite « active ». Elle est alors constituée de deux chaînes polypeptidiques reliées par 
un pont disulfure. La chaîne légère est constituée du domaine catalytique dont la masse est de 
50 kDa et la chaîne lourde est composée du domaine de liaison au récepteur et du domaine de 
translocation de masse moléculaire 50 kDa. La chaîne légère correspond au fragment A et la 
chaine lourde au fragment B dans la nomenclature des toxines bactériennes à activité 
intracellulaire. 
 
Trois constructions ont été prévues pour le domaine de translocation. Elles sont 
nommées Ts, Tm et Tl pour "Translocation" « short », « medium » et « large » (Fig. 45). 
La protéine recombinante Tm correspond au domaine de translocation de la toxine active 
(454-877), Tl au domaine de translocation avant clivage protéolytique entre les domaines 
catalytique et de translocation (418-877) et Ts est le domaine de translocation de la toxine 
amputé de la boucle qui enserre le domaine catalytique (547-877). Il est à noter que les 
protéines recombinantes envisagées, notamment Tm, ne correspondent pas exactement au 
domaine de translocation de la toxine entière, en terme de longueur et de « bornes » entre 
les différents domaines (Fig. 1 et Fig. 2). Ce choix est fait pour respecter au mieux 
lintégrité des structures secondaires présentes dans les zones « charnières » entre les 
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domaines, espérant ainsi obtenir un gain de stabilité structurale de la protéine 
recombinante. La production d'une protéine recombinante dans laquelle les domaine de 
translocation et catalytique sont associés est aussi envisagée. 
Lintérêt de létude des variants Ts et Tl du domaine de translocation est dune part 
de déterminer si la boucle entourant le domaine catalytique joue un rôle dans la 
translocation (étude menée sur Ts). Dautre part, le feuillet β présent seulement dans la 
protéine recombinante Tl pourrait éventuellement agir comme un verrou dont 
« louverture » contrôlerait les éventuels changements conformationnels nécessaires à 
linteraction de la protéine avec les membranes.  
Comme dans le cas des autres toxines AB, il est très probable que les différents 
domaines de la toxine botulique correspondent à des modules structuraux et fonctionnels 
indépendants (cf "Introduction"). D'après la structure obtenue par cristallographie, les trois 
domaines de BoNT/A sont des unités structurales indépendantes. Il semble donc 
raisonnable d'étudier le domaine de translocation indépendamment du reste de la toxine.  
 
Le point de départ des expériences de biologie moléculaire a été larticle de Lacy et 
Stevens publié en 1997. Les auteurs avaient réussi à cloner la séquence codant pour le 
domaine de translocation de BoNT/A à partir de lADN génomique et à le produire sous 
forme de protéine recombinante dans E. coli malgré le fort taux de codons rares pour une 
expression dans ce système bactérien. Ils avaient également caractérisé la protéine 
recombinante en solution et effectué des expériences préliminaires de cristallisation. Cela 
laissait supposer de la faisabilité du projet. 
 
II - Clonage de la séquence codant pour les domaines de translocation et 
catalytique de la toxine botulique 
 
Le génôme de la souche Hall de Clostridium botulinum nous a été fourni par 
Michel Popoff de linstitut Pasteur. Cest à partir de ce génome que la séquence codant 
pour les domaines C+T a été extraite par PCR. Le fragment a ensuite été cloné dans un 
vecteur pQE81l. Ce type de vecteur possède une séquence codant pour une étiquette 6-
histidines qui se trouvera en 5 de linsert. Ainsi, lors de son expression, la protéine 
recombinante possèdera une étiquette 6-histidine qui facilitera sa purification. Et il est 








Domaine T: Tm PstI Stop
His6 SphI
418 877
Domaine T: Tl PstI Stop
His6 SphI
547 877




Figure 45 : Les différentes constructions prévues. A Le produit de la PCR contient la séquence 
codant pour les domaines C+T, ce qui correspond dans la toxine entière aux acides aminés 2 à 
877. Linsert est cloné dans le vecteur pQE81l en utilisant les enzymes de restriction SphI et PstI. 
Le vecteur possède une séquence codant pour une étiquette 6-histidines en 5 de linsert. Cette 
étiquette sera utilisée lors de la purification. B les différentes constructions codant pour les trois 
formes de protéines recombinantes du domaine de translocation : Tl (acide aminé 418 à 877 dans 
la toxine entière), Tm (acide aminé 454 à 877) et Ts (acide aminé 547 à 877). Les trois produits de 
PCR correspondant à ces trois constructions sont également clonés dans un vecteur pQE81l en 
utilisant les enzymes de restriction SphI et PstI. De même, une séquence codant pour une étiquette 
6-histidine est présente en amont de linsert, sur le vecteur. 
 
II.1 - Mutations 
 
Linsert contient une séquence analogue à la séquence de Shine-Dalgarno. Nous 
lavons mutée afin déviter des départs illégitimes de traduction lors de la production de la 
protéine, qui pourraient conduire à la synthèse dune protéine tronquée (Fig. 46). Nous 
avons également tenté de muter le codon codant pour la cystéine 791 en codon 




G ACC GAA GCG
atg agagc t acg gag gca gct atg....tgc..act tct









Figure 46 : Mutagenèse dirigée. La mutagenèse dirigée est utilisée pour introduire une mutation 
silencieuse dans une séquence analogue à la séquence de Shine-Dalgarno. Ainsi que pour 
substituer une Sérine à une Cystéine en position 791 (numérotation pour la protéine entière). Les 
numéros indiquent la numérotation des acides aminés correspondant. Cette numérotation est celle 
de la toxine entière. 
 
II.2 - Test de production de la protéine recombinante C+T 
 
En parallèle des essais de mutagenèse dirigée, un test de production de la protéine 
codant pour les domaines catalytique et de translocation est effectué. Des bactéries XL-
1Blue ont été transformées avec le vecteur pQE81l contenant linsert codant pour C+T. 
Malgré de nombreux essais doptimisation du protocole (température, induction à 
différents stades de la croissance bactérienne) nous navons pas réussi à produire une 
quantité satisfaisante de protéines. De plus, au bout de 15 h dinduction la mesure de la 
densité optique à 600 nm indique une diminution de la biomasse, probablement due à une 
toxicité du produit. 
 
III - Recours à lutilisation dun gène de synthèse 
 
Ces difficultés nous ont conduit à recourir à un gène de synthèse codant pour les 
résidus N418 à S877 de la BoNT/A. Ce gène de synthèse code pour la protéine nommée 
Tl. Le gène est cloné dans un vecteur pQE81l, comme prévu dans la stratégie initiale 
(Fig. 45B). Cest à partir de ce gène de synthèse que seront effectuées les étapes 
nécessaires au clonage dans un vecteur pQE81l des séquences codant pour Tm et Ts 
(Fig. 45B). 
Dans ce gène de synthèse plus de 50% des bases ont été modifiées par rapport à la 
séquence sauvage dans le but dobtenir des codons fréquemment utilisés chez E. coli. Sur 
ce gène la séquence codant pour la cystéine 791 a été mutée de façon à coder pour une 
sérine. La séquence analogue à une séquence de Shine Dalgarno est également modifiée. 
Toutes les étapes de biologie moléculaire nécessaires à lobtention des constructions 
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codant pour Tl, Tm et Ts ont été effectuées au sein du laboratoire de Daniel Gillet du CEA-
Saclay. Les protocoles de production et de purification ont également été mis au point dans 
ce laboratoire. 
 
IV - Production et purification 
 
IV.1 - Production et extraction des protéines 
 
La production des protéines recombinantes est réalisée dans E.coli. La souche 
utilisée est Xl1-blue. Les productions se font à 37°C sous agitation en présence de 1mM 
dIPTG. Les bactéries sont lysées mécaniquement. Le lysat est ensuite centrifugé pour 
séparer la fraction soluble des corps dinclusion. Les protéines sont retrouvées dans les 
corps dinclusion doù elles sont extraites grâce à un tampon contenant 8 M urée. Lurée 
permet de dénaturer les protéines agrégées dans les corps dinclusion. Cette étape est un 
préliminaire indispensable à la purification des protéines recombinantes. 
 
IV.2 - Purification des protéines recombinantes 
 
La purification comporte deux étapes principales de chromatographie qui sont dans 
un premier temps une chromatographie daffinité puis une chromatographie dexclusion. 
 
• Chromatographie daffinité 
 
Dans cette première étape la protéine est retenue sur la colonne de chromatographie par 
son étiquette "Histidines" puis éluée par une forte concentration d'imidazole (500 mM). 
Cette étape est effectuée en présence de 8 M urée. La protéine est donc dénaturée. 
Lélimination de lurée et de limidazole se fait par trois dialyses successives contre du 
tampon NaP 20 mM à pH8. Ceci permet alors le repliement de la protéine. 
 
• Chromatographie dexclusion 
Les études biophysiques nécessitant une grande pureté des échantillons étudiés, une 
deuxième étape de chromatographie d'exclusion permet d'éliminer les protéines 
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contaminantes. La protéine est ensuite dessalée (remplacement du NaP par du NH4HCO3) 
puis lyophilisée. Les protéines ainsi obtenues sont conservées à 4°C avant utilisation. 
 
Dans ce manuscrit ne seront présentés que les résultats obtenus avec la protéine 
recombinante Tm avec laquelle létude a commencé et est, à ce jour, le plus avancée. Des 
études similaires sont actuellement en cours sur les protéines recombinantes Tl et Ts. 
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B - CARACTERISATION DE TM EN SOLUTION ET EN PRESENCE DE 
SURFACTANT FLUORE (C8FTAC) 
 
I - Structure et solubilité 
 
I.1 - Structure en solution à pH7 
 
La protéine recombinante Tm a été dénaturée puis repliée au cours de sa 
purification. Cest pourquoi il est nécessaire de vérifier qu'elle est correctement repliée à 
pH 7 après resuspension. Pour ce faire, une analyse par dichroïsme circulaire (CD) est 
effectuée. Cette technique spectroscopique apporte des renseignements sur les structures 
secondaire et tertiaire de la protéine. Les spectres de CD enregistrés dans lUV lointain 
(190 nm-250 nm) donnent des indications sur la structure secondaire et les spectres 
obtenus dans lUV proche (250 nm-320 nm) permettent de mettre en évidence la présence 
de structure tertiaire. Les spectres obtenus avec Tm à pH 7 indiquent que sa structure 
secondaire est majoritairement en hélice α (Fig. 47A) et qu'elle possède une structure 
tertiaire (Fig. 47B). Par conséquent Tm est bien repliée à pH 7 et sa structure secondaire 
est corrélée avec celle décrite dans la structure cristallographique de la toxine entière (Lacy 
& Stevens, 1998). 
 
 
Figure 47 : Spectres de dichroïsme circulaire de Tm en solution à pH7. A Spectre enregistré dans 
lUV lointain. Les minima à 208 nm et 222 nm sont caractéristiques dun repliement en hélices α. 
La concentration de Tm est de 1 µM. B Spectre enregistré dans lUV proche. Le minimum aux 
alentours de 280 nm indique que la protéine possède une structure tertiaire dans ces conditions. La 
concentration de Tm est de 4 µM. 
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I.2 - Solubilité en fonction du pH 
 
Des tests de solubilité de la protéine recombinante Tm en fonction du pH ont été 
effectués. La gamme de pH utilisée (pH 8-pH 3) recouvre la gamme de pH retrouvée dans 
le compartiment endosomal à partir duquel le domaine catalytique de certaines toxines AB 
passe dans le cytosol de la cellule hôte grâce à linteraction du domaine de translocation 
avec les membranes à pH acide. 
Ces tests de solubilité sont réalisés en solubilisant la protéine dans un tampon Ci/P 
10mM au pH souhaité. Le rapport des intensités de fluorescence du Trp avant et après une 
étape de centrifugation (13 000 rpm sur une centrifugeuse de paillasse) permet de 
déterminer la proportion de protéine solubilisée pour chaque condition de pH. Les résultats 
obtenus sont représentés en pourcentage de solubilité en fonction du pH (Fig. 48). 
 
Figure 48 : Dépendance en pH de la solubilité de Tm seule en solution ou en présence de 
0,15mM de C8FTAC. La solubilité est quantifiée par le ratio des intensités de fluorescence du Trp 
des solutions de protéines avant et après centrifugation aux différents pHs. La courbe ○ représente 
les résultats obtenus pour Tm (0,45 µM) seul en solution dans un tampon Ci/P 10 mM. La courbe ● 
représente la même expérience réalisée pour Tm (0,45 µM) en présence de 0,15 mM C8FTAC dans 
du tampon Ci/P 10 mM. 
 
Le graphique représenté par les cercles ○ dans la Figure 48 indique que la protéine 
nest pas complètement soluble dans un tampon aqueux sur une large gamme de pH 
comprise entre pH 6 et pH 3. De plus, Tm est complètement insoluble entre pH 5 et 
pH 3,6. Cela rend impossible létude de la protéine seule en solution en fonction du pH. 
Afin de palier à ce problème, nous avons eu recours à un surfactant fluoré, le C8FTAC 




Figure 49 : Formule du surfactant fluoré C8FTAC. 
 
Le recours au C8FTAC permet la solubilisation de Tm sur la gamme de pH 
d'intérêt pour notre étude, c.à.d. entre pH 7 et pH 4 (Fig. 48 ●). La partie hydrophobe de ce 
surfactant est fluorée. Cela a pour conséquence de rendre le surfactant lipophobe. Ainsi, le 
C8FTAC ne peut interagir avec les bicouches lipidiques. Par conséquent, il respecte 
lintégrité des membranes lipidiques tout en permettant la solubilisation des protéines 
membranaires (Breyton et al., 2004 ). Il est donc possible de reconstituer directement une 
protéine membranaire en protéoliposomes ou détudier des interactions protéine/membrane 
sans avoir à éliminer le surfactant au préalable (Palchevskyy et al., 2006). 
Ce surfactant est utilisé lors des expériences effectuées avec Tm en absence de vésicules 
lipidiques. 
 
I.3 - Structure en fonction du pH en présence C8FTAC 
 
Le dichroïsme circulaire est utilisé pour observer si Tm conserve sa structure 
tertiaire avec lacidification du pH (UV proche : 250-320 nm) et pour suivre lévolution 
des  structures secondaires (UV-lointain : 195-250 nm). Tous les spectres sont enregistrés 
en présence de surfactant fluoré afin de garantir la solubilité de la protéine entre pH 7 et 
pH 4. Les spectres obtenus à pH 7 (Fig. 50) sont semblables à ceux observés pour Tm en 
solution (Fig. 47). En conséquence, le surfactant n'a pas d'effet notable sur la structure de 
Tm. L'utilisation du C8FTAC a permis d'enregistrer des spectres dans l'UV lointain et dans 
l'UV proche pour différents pHs entre pH 7 et pH 4 (Fig. 50). Que ce soit dans l'UV 
lointain (structure secondaire) ou dans l'UV proche (structure tertiaire), aucun changement 
significatif n'est observé avec l'acidification du pH. Par conséquent la structure de Tm n'est 




Figure 50 : Spectres de dichroïsme circulaire de Tm en solution en présence de C8FTAC 
(0,15 mM), en fonction du pH. A UV-lointain. La concentration de Tm est de 0,5 µM. Les spectres 
sont caractéristiques dune protéine repliée en hélice alpha, avec les minima à 208 nm et 222 nm. 
Tm conserve ses structures secondaires même à pH acide. B UV-proche. La concentration de Tm 
est de 4 µM dans ce cas. Les spectres réalisés dans lUV-proche donnent des informations sur la 
structure tertiaire de la protéine. Pas de variation significative de la structure tertiaire de Tm avec 
lacidification du pH. Tm conserve sa structure native à pH acide en présence du surfactant fluoré 
C8FTAC.  
 
Le domaine de translocation de la toxine botulique ne subit donc pas de 
changement conformationnel majeur détectable par dichroïsme circulaire, avec 
lacidification du pH. Cependant, il se peut que la protéine subisse des changements 
conformationnels que cette technique spectroscopique ne permet pas de détecter. Il peut 
s'agir de changements de structures très localisés, des modifications de la dynamique 
interne de la protéine ou encore de la formation d'une structure quaternaire due à une 
oligomérisation. Cependant, à ce stade, il est déjà possible de conclure que le domaine de 
translocation de la toxine botulique n'adopte pas un état partiellement replié comme celui 
décrit pour la toxine diphtérique. 
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C - CARACTERISATION DU COMPORTEMENT DE TM EN PRESENCE DE 
VESICULES LIPIDIQUES 
 
I - Caractérisation de linteraction de Tm avec la bicouche lipidique 
 
Nous nous sommes ensuite intéressés à la caractérisation de linteraction de Tm 
avec les membranes. Notre première approche a consisté à faire varier le pH du milieu lors 
de la mise en présence de Tm avec des vésicules lipidiques. Cette approche est assez 
classique pour ce type de toxine. En effet, le mécanisme dinternalisation de ce type de 
toxine implique souvent un routage par les endosomes. Et cest lacidification du pH 
endosomal qui provoque des changements conformationnels du domaine de translocation 
qui est alors capable dinteragir avec la membrane de lendosome et de la perméabiliser 
pour permettre la translocation du domaine catalytique dans le cytosol. Cest pourquoi 
linfluence du pH dans linteraction de Tm avec les membranes est étudiée. 
 
Dans un premier temps, des expériences de partition physique de la protéine dans 
les membranes suivie par ultracentrifugation ont été réalisées. Ce type dexpérience est 
basé sur la séparation par ultracentrifugation des protéines liées aux vésicules de celles 
restées en solution. Après centrifugation, les protéines liées aux vésicules lipidiques 
doivent être retrouvées dans le culot et les non liées dans le surnageant. Nous avons 
employé deux contrôles pour tester la validité de ce protocole expérimental. A la vitesse de 
centrifugation considérée, nous avons vérifié (1) que les vésicules lipidiques seules 
sédimentent et (2) que la protéine en présence de C8FTAC reste dans le surnageant. 
Malgré de nombreux essais doptimisation du protocole, consistant notamment en la 
diminution de la vitesse de centrifugation (de 350 000g à 60 000g) et en des ajouts de 
lipides bromés augmentant la densité des vésicules lipidiques, nous navons pu obtenir de 
résultats permettant de remplir les deux conditions. En effet, dans nos expériences 
contrôles, Tm est toujours retrouvée dans le culot après centrifugation aux vitesses 
nécessaires pour la sédimentation des vésicules. 
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• FRET (Förster Resonance Energy Transfer) 
 
La partition suivie par centrifugation nétant pas applicable dans ce cas, il a fallu 
recourir à une méthode moins directe pour mettre en évidence les interactions entre Tm et 
les vésicules lipidiques. Nous avons choisi le FRET (Förster Resonance Energy Transfer) 
entre les tryptophanes de la protéine et un lipide marqué sur sa tête polaire avec un 
fluorophore. Le FRET est une technique qui permet de détecter la proximité entre deux 
molécules fluorescentes, dans le cas présent la protéine et plus précisément ses 
tryptophanes et le groupement Dansyl greffé sur la tête polaire dun phospholipide à 
éthanolamine (Dansyl-DHPE : N-(5-dimethylmaminonaphtalene-1-sulfonyl)-1-
2dihexadecanoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamine triethylammonium salt).  
 
 
Figure 51 : Evolution du FRET Trp/Dansyl-DHPE en fonction du pH. Tm (0,1 µM) est en 
présence de LUVs EPC/EPA/Dansyl-DHPE (9 :1 :0,5) à un ratio molaire Lipides/Protéines 
L/P 100. F/F0 est le ratio dintensités de fluorescence du Dansyl-DHPE après ajout de protéine (F) 
et avant ajout de la protéine (F0). Les intensités de fluorescence sont mesurées à 520 nm. 
 
La Figure 51 montre lévolution du ratio F/F0 en fonction du pH. F0 est lintensité 
de fluorescence des LUVs anioniques (EPC/EPA/Dansyl-DHPE 9 :1 :0,5) de 170 nm de 
diamètre, mesurée à 520 nm et F est lintensité de  fluorescence au plateau, après ajout de 
Tm. Le ratio F/F0 reste constant et égal à 1 entre pH 7 et pH 5,5. Cela indique quil ny a 
pas de FRET entre les tryptophanes de Tm et les groupements Dansyl des têtes polaires des 
lipides phosphatidyléthanolamine. Pour des valeurs de pH inférieures à 5,5, laugmentation 
du ratio F/F0 indique une proximité entre les tryptophanes de Tm et les groupements 
Dansyl. Le ratio atteint un maximum de 1,28 à pH 3,6. 
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Le ratio croît avec lacidification du pH montrant une proximité entre Tm et la 
bicouche lipidique plus grande à pH acide. Linteraction de Tm avec les membranes est 
donc dépendante du pH et intervient à pH acide.  
 
• Extinction de fluorescence intrinsèque des protéines par des lipides bromés 
 
Afin de confirmer la dépendance en pH de linteraction de Tm avec la bicouche 
lipidique ainsi que léventuelle implication dinteractions de type électrostatique dans la 
liaison de Tm aux membranes, des expériences dextinction de fluorescence du 
tryptophane par le brome ont été réalisées. 
Le brome est un inhibiteur à courte distance (10 Ǻ) de la fluorescence du 
tryptophane. Ainsi lorsque un tryptophane se trouve à proximité dun atome de brome, son 
intensité de fluorescence diminue. Les lipides bromés utilisés dans ces expériences 
(Fig. 52) possèdent des atomes de bromes liés de façon covalente à leur chaîne aliphatique. 
Lextinction de fluorescence du tryptophane par les atomes de brome de ces lipides 
attestera donc de l'interaction de Tm à le coeur hydrophobe de la bicouche lipidique.  
 
 
Figure 52 : Exemple de lipide bromé utilisé lors des expériences d'inhibition de fluorescence. 
Les atomes de Brome substituent des hydrogènes sur la chaîne aliphatique. Ici les atomes de 
Brome sont positionnés sur les Carbones 9 et 10. Le phospholipide représenté est un 1-Palmitoyl-
2-Stearoyl(9-10)dibromo-sn-Glycero-3-Phosphocholine. 
 
Les vésicules lipidiques utilisées dans la cas présent, sont des LUVs anioniques 
EPC/EPA/(9-10BR)-PC aux ratios molaires  7 :1 :2 et 5 :1 :4. Lutilisation de deux 
proportions différentes de lipides bromés permet de confirmer la liaison de la protéine à la 
membrane; lextinction de fluorescence doit être plus forte en présence dun ratio molaire 
plus grand de lipides bromés.  
Lors des expériences, nous enregistrons des spectres de fluorescence intrinsèque de Tm 
dans différentes conditions de pH. La protéine (1 µM final) est mise en présence de LUVs 
anioniques à un ratio molaire de L/P 500 et laissée à incuber pendant 2 h. Pour la mesure 
de l'extinction de fluorescence due à la proximité des tryptophanes de Tm et des bromes 
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des phospholipides, le spectre de fluorescence en présence des LUVs enregistré pour 
chaque pH sert de référence. L'intensité de fluorescence observée à 350 nm, appelée F0, 
correspond à la valeur en absence d'inhibition par le brome. Par la suite, des spectres en 
présence de LUVs contenant 20 % et 40 % de lipides bromés sont enregistrés et la valeur 
de leur intensité à 350 nm, appelée F, est relevée. Le rapport F/F0 permet l'estimation de 
l'inhibition de la fluorescence due aux phospholipides bromés. En conséquence, lorsque le 
ratio F/F0 est égal à 1, il ny a pas dextinction de la fluorescence du Trp. Au contraire, 
lorsque ce rapport est inférieur à 1 lintensité de fluorescence est plus faible dans la 
condition étudiée : il y extinction de fluorescence du Trp par les atomes de brome portés 
par les phospholipides bromés. Les mesures ont été effectuées sur une gamme de pH allant 
de pH 7,5 à pH 3,5. Les résultats présentés dans la Figure 53 sont la moyenne de cinq 
mesures différentes. Lerreur représente lécart type pour le pH étudié. 
 
Le ratio F/F0 névolue pas de façon significative entre pH 7,5 et pH 6,5 et reste 
proche de 1 (Fig. 53A). Cest autour de pH 5,5 que ce rapport commence à diminuer et 
leffet maximal est observé à pH 3,5. Dans ces conditions, le rapport F/F0 vaut 0,65 et 0,30 
en présence de vésicules lipidiques contenant respectivement 20 % et 40 % de lipides 
bromés. 
 
Ainsi, le rapport d'intensité de fluorescence à 350 nm reste proche de 1 entre pH 7,5 
et pH 6,5. Cela indique que dans cette gamme de pH les trytophanes de Tm ne sont pas à 
proximité de atomes de brome des lipides bromés. Par conséquent Tm nest pas lié à la 
membrane dans cette gamme de pH. Le ratio F/F0 diminue à partir de pH 5,5 et sa valeur 
devient dautant plus faible que le pH est acide. Par conséquent, la distance entre les 
tryptophanes de Tm et les atomes de bromes diminue lors de lacidification du pH. Ces 






Figure 53 : Expériences dextinction de fluorescence du tryptophane en fonction du pH. A Les 
expériences sont effectuées à un ratio molaire L/P 500 et à une concentration finale de Tm de 1µM. 
Trois types de LUVs anioniques sont utilisées : EPC/EPA (9 :1) ; EPC/EPA/(9-10BR)-PC (7 :1 :2) 
et EPC/EPA/(9-10BR)-PC (5 :1 :4). F0 représente lintensité de fluorescence mesurée à 350 nm 
pour Tm en présence de LUVs EPC/EPA (9 :1) et F lintensité de fluorescence à 350 nm pour Tm 
en présence de LUVs contenant des lipides bromés. Lhistogramme représente ce rapport en 
fonction du pH pour Tm en présence de LUVs  anioniques contenant 20% (noir) et 40 % de lipides 
bromés. B Les échantillons utilisés dans lexpérience présentée en A sont ensuite incubés sur la 
nuit à température ambiante avec 200 mM NaCl. 
 
Après mesure, les échantillons sont incubés en présence de 200 mM NaCl pendant 
la nuit à température ambiante (Fig. 53B). Lajout de NaCl a pour effet d'inhiber les 
interactions de type électrostatiques attractives potentiellement impliquées dans la liaison 
protéine/membrane. Dans le cas présent, les ratios F/F0 sont similaires quel que soi t le pH 
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entre pH 7,5 et pH 3,5 et restent proche de 1. Lajout de NaCl a donc permis de lever 
linteraction entre Tm et la bicouche lipidique. Ceci suggère que les interactions 
électrostatiques ont un rôle prépondérant dans la liaison de Tm à la bicouche lipidique 
anionique. 
 
II - Caractérisation structurale 
 
II.1 - Dichroïsme circulaire 
 
Nous nous sommes attachés à observer les changements possibles de structure 
secondaire et tertiaire de Tm en présence de LUVs anioniques en fonction du pH. Il s'agit 
de mettre en évidence des changements de structure dus à l'interaction de Tm avec les 
membranes. Ces changements peuvent aller jusqu'à la perte de structure tertiaire comme 
dans le cas de la toxine diphtérique ou des colicines.  
 
Figure 54 : Spectres de dichroïsme circulaire dans lUV lointain de Tm en présence de LUVs 
anioniques (EPC/EPA ; 9 :1) à un ratio molaire L/P 500 en fonction du pH. A Spectres réalisés 
dans lUV lointain. La concentration de Tm est de 0,5 µM. Les minima observés à 208 nm et 
222 nm sont caractéristiques dune protéines dont le repliement est en hélice α. B Spectres réalisés 
dans lUV proche. La concentration de Tm est de 4 µM. 
 
Des spectres de dichroïsme circulaire de Tm en présence de LUVs anioniques ont été 
enregistrés pour des pHs compris entre 7 et 4. La structure secondaire de Tm reste 
inchangée de pH7 à pH6, comme le montrent les spectres réalisés dans lUV lointain 
(Fig. 54A). Ces spectres montrent que Tm possède toujours une structure secondaire en 
hélice α, avec des minima à 222 nm et 208 nm similaires à ceux obtenus pour la protéine 
seule en solution à pH 7 (Fig. 54A). Pour des valeurs de pH plus acides (pH 5 et pH 4), les 
spectres ne sont pas parfaitement superposés à ceux obtenus à pH neutre. Le minimum 
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observé à 222 nm est légèrement plus prononcé à pH acide et le minimum à 208 nm 
observé à pH 7 est décalé à 210 nm. Néanmoins, la structure secondaire reste 
majoritairement en hélice α à pH acide. Il existe deux possibilités pour expliquer ces 
légères différences. Il est possible que les hélices α deviennent plus "rigides" à pH acide. 
Cependant, cette différence pourrait également être un artefact dû à une augmentation de la 
diffusion de la lumière par les LUVs à pH acide. Par conséquent nous considèrerons que 
ces variations ne sont pas significatives. 
Les spectres enregistrés dans lUV proche (Fig. 54B) sont bruités, tout comme ceux 
réalisés dans lUV lointain. Cela est dû à la diffusion de la lumière par les vésicules 
lipidiques qui sont des objets relativement gros (170 nm de diamètre dans ce cas). 
Néanmoins les spectres dans lUV proche montrent que Tm, en présence de vésicules 
lipidiques conserve sa structure tertiaire quel que soit le pH entre 7 et 4. 
Ainsi, le domaine de translocation de BoNT/A conserve une structure secondaire et 
tertiaire en présence de LUVs et ce, même pour des valeurs de pH acides. De plus, les 
structures secondaires et tertiaires de Tm ne varient que très peu avec lacidification du pH 
en présence de vésicules lipidiques anioniques. 
 
II.2 - Fluorescence intrinsèque du tryptophane 
 
La protéine Tm comporte 4 Tryptophanes (Fig. 55). Ces acides aminés possèdent 





Figure 55 : Représentation du domaine de translocation de 
BoNT/A daprès la structure cristalline de la PDB Id 3BTA. Les 
tryptophanes sont représentés en gris. Trois des tryptophanes 
sont situés à linterface entre deux hélices. Le quatrième est sur 










Cette fluorescence est sensible à l'environnement des tryptophanes (Fig. 56). Ainsi, 
lorsqu'ils se trouvent dans un environnement polaire, la valeur de la longueur donde 
maximale démission de fluorescence (λmax) se situe aux alentours de 350-355 nm. Lorsque 
lenvironnement des Tryptophanes est apolaire, le λmax prend alors une valeur avoisinant 
330 nm (Fig. 56A). Dautre part, lenvironnement du tryptophane influe également sur 
lintensité de fluorescence au λmax. Ainsi, plus lenvironnement est apolaire, plus la valeur 
de lintensité de fluorescence est grande. 
 
Figure 56 : Exemple de spectres de fluorescence intrinsèque dune protéine et de lévolution du 
rapport IF360 nm/IF320 nm. Ces données ont été obtenues à partir de spectres de fluorescence 
intrinsèque dun peptide issu du domaine de translocation de la toxine diphtérique (données non 
publiées). Ces mesures ont été effectuées à pH 4 à différents ratios molaires Lipides/Protéines 
(L/P). Ces conditions de pH sont favorables à linteraction du peptide avec la bicouche lipidique. 
A Lintensité de fluorescence est reportée en fonction de la longueur donde. La longueur 
maximale démission de fluorescence du tryptophane (λmax) a une valeur proche de 350 nm lorsque 
lenvironnement du Trp est polaire (spectre rouge, peptide en solution). Cette valeur est sensible à 
lenvironnement du Trp. Elle est décalé vers des valeurs plus faibles lorsque lenvironnement du 
Trp devient plus apolaire (spectres vert et bleu, peptide en interaction avec la bicouche lipidique) 
pour atteindre des valeurs pouvant aller jusquà 330 nm. Dautre part, lintensité de fluorescence 
du Trp est elle aussi sensible à son environnement. Dans ce cas, elle est plus forte lorsque 
lenvironnement du Trp est plus apolaire. B Evolution du rapport IF360 nm/IF320 nm en fonction du 
ratio molaire L/P. La diminution du rapport IF360 nm/IF320 nm indique que lenvironnement du Trp 
devient plus apolaire. Dans ce cas, il montre linteraction du peptide avec la bicouche lipidique. 
 
Il existe un autre moyen de suivre lévolution de lenvironnement du Trp. Il sagit 
du suivi du ratio dintensités de fluorescence à 360 nm et 320 nm (IF360nm/IF320nm) 
(Fig. 56B). Ces longueurs donde sont situées de part et dautre du λmax du spectre 
d'émission de fluorescence, quel que soit son environnement. Ce ratio permet de suivre 
plus précisément les déplacements du spectre d'émission de fluorescence dus aux 
variations denvironnement des Tryptophanes, que le suivi du λmax. En effet, il nest pas 
toujours aisé de déterminer la valeur du λmax sur un spectre de fluorescence, notamment 
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lorsque la protéine est en présence de vésicules lipidiques. Laugmentation du ratio 
IF360nm/IF320nm indique que lenvironnement dans lequel se trouvent les tryptophanes de la 
protéine devient plus polaire. A contrario, lorsque ce ratio diminue lenvironnement des 
tryptophanes est plus apolaire. 
Le suivi du ratio IF360nm/IF320nm nous indique que, en présence de C8FTAC, 
lenvironnement des Trps de Tm (Fig. 55) évolue en fonction du pH (Fig. 57 ○). En effet la 
valeur de ce ratio passe de 1,00 à pH 7 à 0,88 à pH 4, ce qui correspond à un changement 
du  λmax de 338 nm à 336 nm. Cette diminution indique que lenvironnement des Trps de 
Tm devient légèrement plus apolaire avec lacidification du pH. Lutilisation du surfactant 
fluoré garantit la solubilité de Tm sur la gamme de pH étudiée et les spectres de dichroïsme 
circulaire indiquent que ce surfactant n'influe pas sur la structure de Tm. Lévolution de 
lenvironnement des tryptophanes nest probablement pas causée par des changements de 
structure. Il est vraisemblable quavec lacidification du pH, la compaction de Tm 
augmente, confinant ses Trps dans un environnement plus hydrophobe quà pH 7. Des 
changements dans la structure quaternaire de Tm survenant avec lacidification du pH 





Figure 57 : Dépendance en pH de 
lenvironnement des Trps de Tm (0,5µM) en 
présence de C8FTAC (0,15mM) (○) ou en 
présence de LUVs anioniques (EPC/EPA 9 :1) à 
un ratio molaire L/P 500 (●). La fluorescence du 
Trp est sensible à son environnement. Le suivi de 
lévolution des ratios des intensités de 
fluorescence à 360nm et 320nm (IF360nm/IF320nm) 
donne des indications sur lenvironnement des 
Trps. La diminution de ce ratio indique que 





Nous nous sommes ensuite intéressés aux changements denvironnement des Trps 
de Tm en présence de LUVs anioniques (Fig. 57). Le ratio IF360nm/IF320nm diminue avec 
lacidification du pH, lorsque Tm est en présence de LUVs anioniques (Fig.57 ●). Ainsi, le 
ratio est de 0,82 à pH 7 et atteint 0,69 à pH 4, ce qui correspond à des λmax de 336 nm et 
Résultats 
 123
334 nm respectivement. Tout comme pour Tm en présence de C8FTAC, cette variation 
indique que lenvironnement des tryptophanes de Tm en présence de vésicules lipidiques 
devient plus apolaire avec l'acidification du milieu. Les amplitudes de variation sont 
similaires en présence de C8FTAC et de LUVs anioniques. On peut toutefois remarquer 
que les valeurs en présence de C8FTAC sont déplacées par rapport à celles obtenues en 
présence de LUV. Ceci nous indique que les tryptophanes sont dans un environnement 
légèrement plus polaires en présence de surfactant. Dans le cas de Tm seul en solution à 
pH 7, le λmax est de 336 nm, comme en présence de LUVs. Par conséquent, il semble que 
C8FTAC a un petit effet sur la compaction de Tm. Comme décrit plus haut, il n'est pas 
possible de déterminer si l'effet induit par l'acidification du milieu en présence de LUVs est 
dû à un changement de compacité de Tm ou à la formation d'une structure quaternaire. 
Dans le cas des LUVs, il est également possible qu'un tel changement d'environnement des 
tryptophanes soit le résultat de l'insertion de Tm dans la bicouche lipidique. A ce stade 
nous ne pouvons pas faire la distinction entre ces trois possibilités. D'autres méthodes vont 
être nécessaires. 
 
II.3 - Perméabilisation de vésicules lipidiques 
 
• Influence du pH 
 
Linteraction du domaine de translocation de la toxine botulique avec les 
membranes est donc dépendante du pH. Cette caractéristique est commune aux toxines de 
type AB. La perméabilisation des membranes lipidiques est une étape cruciale dans le 
processus dintoxication des cellules hôtes par ces toxines. Cette étape conduit à la 
translocation du domaine catalytique (porteur de lactivité de la toxine) dans le cytosol où 
il accomplira son activité. Il est donc important de déterminer les conditions propices à la 
perméabilisation des membranes lipidiques par le domaine de translocation de la toxine 
botulique.  
 
Pour ce faire, nous avons réalisé des expériences de perméabilisation de vésicules 
lipidiques en fonction du pH. Un fluorophore, la sulforhodamine B, est encapsulé dans les 
vésicules lipidiques à une concentration telle quil y a auto-extinction de la fluorescence. 
Lors de la perméabilisation des membranes par la protéine, la sulforhodamine B est libérée 
dans le milieu et fluoresce à nouveau. Cest la libération du fluorophore qui est observée en 
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fonction du temps. Ainsi observe-t-on lévolution de lintensité de fluorescence de la 
sulforhodamine B en fonction du temps après ajout de la protéine (Fig. 58A). Dans un 
premier temps, la fluorescence des vésicules lipidiques dans lesquelles est encapsulée la 
sulforhodamine B est mesurée pendant 150 s environ. Lintensité de fluorescence 
moyennée sur 60 s avant ajout de Tm est appelée F0, elle servira de référence en tant que 
plus faible intensité de fluorescence de la sulforhodamine B dans la condition testée. La 
protéine est ensuite ajoutée et lintensité de fluorescence F de la sulforhodamine B est 
mesurée pendant 1200 s environ. Enfin, du Triton X100 est ajouté au milieu afin de lyser 
toutes les vésicules lipidiques, libérant par conséquent toute la sulforhodamine B. 
Lintensité de fluorescence FTriton mesurée alors représente le maximum dintensité de 
fluorescence de la sulforhodamine B dans la condition testée.  
 
 
Figure 58 : Cinétique de perméabilisation de LUVs anioniques par Tm. A Cinétiques obtenues 
pour Tm en présence de LUVS anioniques (EPC/EPA, 9 :1) à pH 7, pH 6, pH 5 et pH 4 à un ratio 
molaire L/P 5000. Lintensité de fluorescence de la sulforhodamine B est mesurée en fonction du 
temps. La normalisation des cinétiques aux différents pHs se fait grâce aux intensités de 
fluorescence de la sulforhodamine B mesurées avant ajout de protéine (F0) et après lyse des 
vésicules lipidiques par du Triton X100 (FTriton). B Représentation des mêmes cinétiques de 
perméabilisation après normalisation. La pente de la droite passant par les premiers points 
dintensité de fluorescence mesurés après ajout de Tm, représente la vitesse initiale de 
perméabilisation des vésicules lipidiques (V0).  
 
De façon à pouvoir comparer directement les cinétiques obtenues à différents pH, 
les signaux sont normalisés. Ainsi les résultats sont représentés comme suit :  
(F-F0)/(FTriton-F0) en fonction du temps (Fig.58B). La valeur de ce ratio est directement 
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proportionnelle à la quantité de sulforhodamine B relarguée des vésicules lipidiques. A 
pH 7 et pH 6, l'ajout de Tm n'a pas d'effet significatif sur l'évolution de la fluorescence. A 
pH 5, par contre, la fluorescence augmente dès lajout de Tm. Cette augmentation est 
encore plus forte à pH 4 et semble aussi plus rapide. Il semble donc que la perméabilisation 
de LUVs anioniques par Tm soit dépendante du pH. De plus, il semble que celle-ci ne 
débute quentre pH 6 et pH 5. 
Afin de mieux caractériser la dépendance en pH de la perméabilisation des 
vésicules lipidiques anioniques par Tm, ces mêmes expériences ont été réalisées sur une 
gamme de pH plus grande (pH 7,6-pH 3,6) et les vitesses initiales de perméabilisation (V0) 
ont été déterminées pour un grand nombre de conditions (Fig. 59). Immédiatement après 
ajout de la protéine dans le milieu réactionnel, lintensité de fluorescence de la 
sulforhodamine B évolue de façon quasi-linéaire. Le signal à ce moment de la cinétique 
peut donc être représenté par une droite dont la pente est la vitesse initiale de 
perméabilisation des vésicules lipidiques (V0). La vitesse initiale de perméabilisation des 
vésicules lipidiques est quasiment nulle ente pH 7,6 et pH 5,2. Elle commence à augmenter 
dès pH 5, atteint son optimum (1,65 u.a.) à pH4 et n'augmente que très faiblement pour des 
pHs plus acides. 
 
 
Figure 59 : Dépendance en pH de la 
vitesse initiale de perméabilisation de 
vésicules lipidiques anioniques par Tm. 
Les vésicules anioniques sont composées de 
EPC/EPA 9 :1. Les expériences de 
perméabilisation sont réalisées à un ratio 
molaire L/P de 1000. La perméabilisation 
débute pour des valeurs de pH inférieures à 





Le pH auquel débute la perméabilisation est en bonne corrélation avec celui pour 
lequel le FRET Trp/Dansyl commence à être significatif (Fig. 51). De plus, les expériences 
dextinction de fluorescence du tryptophane par les lipides bromés (Fig. 53) ont montré 
que lintensité de fluorescence des tryptophanes de Tm nest affectée par la proximité des 
atomes de bromes que lorsque le pH du milieu est inférieur ou égal à pH 5,5. Linteraction 
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de Tm avec des vésicules lipidiques anioniques est donc dépendante du pH, elle débute 
autour de pH 5,5.  
 D'après les expériences d'inhibition de la fluorescence des tryptophanes par les 
lipides bromés, il semble que les interactions électrostatiques entre Tm et la bicouche 
lipidique soient prépondérantes. Ces mêmes expériences de perméabilisation de vésicules 
lipidiques ont donc été réalisées en présence de LUVs globalement neutres afin de mettre 
en évidence le rôle de ces interactions dans la capacité de Tm à perméabiliser les 
membranes. Nous avons également réalisé des expériences de FRET Trp/Dansyl-DHPE 
pour Tm en présence de LUVs globalement neutres (EPC) afin de caractériser plus 
finement le rôle des interactions de type électrostatique dans la liaison de Tm à la bicouche 
lipidique. 
 
• Effet de la charge globale des vésicules lipidiques 
 
Les expériences de FRET Trp/Dansyl-DHPE pour Tm en présence de vésicules 
lipidiques globalement neutres (EPC/Dansyl-DHPE (10 :0,5)) ont été réalisées dans les 
mêmes conditions que celles en présence de LUVs anioniques (EPC/EPA/Dansyl-DHPE 
(9 :1:0,5)) (Fig. 51). La Figure 60 montre la superposition des résultats obtenus. En 
présence de LUVs globalement neutres (Fig. 60●), le ratio F/F0 est égal à 1 sur une gamme 
de pH allant de pH 7,6 à pH 5. Ceci montre quil ny a pas de FRET entre les Trps de Tm 
et les groupements Dansyl des têtes polaire des lipides phosphatidyléthanolamine. Le ratio 
F/F0 augmente pour des pHs plus acides et atteint 1,28 à pH 3,6, indiquant une proximité 
entre les tryptophanes de Tm et les groupements Dansyl.  
 
Figure 60 : Evolution du 
FRET Trp/Dansyl-DHPE en 
fonction du pH. Tm (0,1 µM) 
est en présence de LUVs 
EPC/Dansyl-DHPE (10 :0,5) 
(●) et EPC/EPA/Dansyl-DHPE 
(9 :1 :0,5) (∆) à un ratio 
molaire L/P 100. F/F0 est le 
ratio dintensités de 
fluorescence du Dansyl-DHPE 
après ajout de protéine (F) et 
avant ajout de la protéine (F0). 
Les intensités de fluorescence 
sont mesurées à 520 nm. 
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Tm interagit donc avec des LUVs globalement neutres. Cette interaction est 
dépendante du pH et le FRET est observé pour des pHs acides. Cependant le phénomène 
de FRET intervient à pH plus acide (pH 5) que lorsque Tm est en présence de LUVs 
anioniques (pH 5,5) (Fig. 60∆). Les interactions électrostatiques entre Tm et la bicouche 
lipidique ne sont donc pas indispensables à linteraction, mais permettent une interaction 
plus précoce, cest à dire à pH moins acide. 
 
Les expériences de perméabilisation de LUVs globalement neutres (EPC) par Tm 
ont été réalisées en parallèle de celles effectuées en présence de LUVs anioniques 
(EPC/EPA 9 :1). Le ratio molaire L/P utilisé est de 5000 et les expériences sont réalisées 
sur une gamme de pH allant de pH 7,6 à pH 4. Les Figures 61A et 61B montrent les 
cinétiques obtenues à pH 7, pH 6, pH 5 et pH 4. Lévolution du rapport (F-F0)/(FTriton-F0) 
est représenté en fonction du temps. Dans le cas des LUVs neutres (Fig. 61A), aucun 
relargage de sulforhodamine n'est observé entre pH 7 et pH 5. Tm ne perméabilise donc 
pas les LUVs globalement neutres dans ces conditions de pH. A pH 4, dès ajout de Tm le 
rapport la fluorescence de la sulforhodamine augmente indiquant quil y a perméabilsation 
des LUVs neutres par Tm à pH acide.  
En comparant ces résultats avec ceux obtenus en présence de LUVs anioniques 
(Fig. 61B), il ressort que le comportement de Tm en présence de LUVs neutres est 
différent. En effet, Tm est capable de perméabiliser les LUVs anioniques dès pH5 
(Fig. 61B), alors que la protéine ne perméabilise les LUVs neutres quà pH 4. Afin de 
mieux caractériser la perméabilisation des LUVs globalement neutres par Tm, les vitesses 
initiales (V0) de perméabilisation ont été calculées sur une large gamme de pH (pH 7,6-
pH 4) (Fig. 61C). La vitesse initiale de perméabilisation de LUVs neutres par Tm 
augmente pour des valeurs de pH inférieures à pH 5. V0 atteint son maximum à pH 4 
(0,52 u.a.). En présence de vésicules lipidiques anioniques (Fig. 61D), V0 augmente dès 
pH 5,5 et semble atteindre un plateau aux alentours de pH 4, avec V0~8 u.a. Cette vitesse 
initiale de perméabilisation de LUVs anioniques par Tm est 15 fois plus élevée que celle 




Figure 61 : Expériences de perméabilisation de LUVs EPC et EPC/EPA (9 :1) en fonction du 
pH. La concentration finale en Tm est de 9 nM et le ratio molaire L/P de 5000. Le temps 0 s 
correspond à lajout de la protéine dans le milieu. A et B Cinétiques obtenues pour Tm en 
présence de LUVS neutres et anioniques (EPC/EPA, 9 :1) respectivement, à pH 7, pH 6, pH 5 et 
pH 4. Lintensité de fluorescence (F) de la sulforhodamine B est mesurée en fonction du temps. La 
normalisation des cinétiques aux différents pHs se fait grâce aux intensités de fluorescence de la 
sulforhodamine B mesurées avant ajout de protéine (F0) et après lyse des vésicules lipidiques par 
du Triton X100 (FTriton). C et D. Dépendance en pH de la vitesse initiale de perméabilisation de 
LUVS EPC et EPC/EPA (9 :1). Les vitesses initiales sont calculées pour des expériences de 
perméabilisation de LUVs par Tm (9 nM) à un ratio L/P 5000 sur une gamme de pH allant de 
pH 7,6 à pH 4.  
 
 La perméabilisation de vésicules lipidiques par Tm est donc dépendante du pH et 
de la charge globale de ces vésicules. En effet, comme le montrent les résultats présentés 
dans la Figure 61, même si Tm est capable de perméabiliser des LUVs neutres, la vitesse 
initiale de perméabilisation est dans ce cas 15 fois plus faible que dans le cas des LUVs 
anioniques. De plus, la perméabilisation des LUVs neutres par Tm débute pour des valeurs 
de pH plus acide. 
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• Dépendance en taille de linteraction de Tm avec la bicouche lipidique 
 
 Lors des premières expériences de perméabilisation de vésicules lipidiques 
anioniques nous avons constaté que Tm perméabilise plus efficacement les LUVs que les 
SUVs. Les SUVs sont de petites vésicules lipidiques (50 nm de diamètre dans notre cas), il 
en résulte une plus grande exposition des chaînes aliphatiques des acides gras au solvant. 
Cela a pour effet de faciliter linteraction protéine-membrane et par conséquent la 
perméabilisation. Or ce nest absolument pas le cas ici. Dautre part, la forme très 
particulière de Tm (105 Å de long) nest pas sans rappeler celles de protéines dont 
linteraction avec la membrane dépend de la courbure de cette dernière. Cela a été observé 
par exemple, pour les domaines BAR des protéines telles que lamphyphisine II (Casal et 
al., 2006). Cest pourquoi nous avons étudié un éventuel effet de la taille des vésicules sur 
linteraction avec Tm ainsi que sur la perméabilisation. 
Ces expériences de perméabilisation de vésicules lipidiques ont été réalisées avec 
des vésicules lipidiques de différentes tailles : SUVs de 50 nm de diamètre, LUVs de 
100 nm, 170 nm et 280 nm de diamètre. La taille des vésicules lipidiques est vérifiée par 
diffusion dynamique de la lumière (cf. « Matériel et Méthodes »).  
 
 Les expériences de perméabilisation réalisées en présence de LUVs anioniques 
(170 nm de diamètre) ont montré que la vitesse initiale de perméabilisation par Tm est 
maximale à pH 4 (Fig. 59). Dautre part, lefficacité de perméabilisation de Tm sur des 
vésicules anioniques est plus grande que sur des vésicules globalement neutres (Fig. 61). 
Par conséquent, toutes les expériences présentées ci-dessous ont été réalisées à pH 4 en 
présence de vésicules lipidiques anioniques de différentes tailles. 
 
Effet du ratio molaire Lipide/Protéine (L/P)  
 
 Dans un premier temps, une titration en lipides est effectuée de façon à caractériser 
la perméabilisation des différents types de vésicules lipidiques anioniques à pH 4. Pour 
chaque type de vésicule, lintensité de fluorescence de la sulforhodamine B mesurée à 
586 nm est suivie en fonction du temps après ajout de Tm, à différents ratios L/P. La 
normalisation effectuée dans ce cas, nest pas la même que celle utilisée lors des 
expériences présentées dans le début de la partie C des résultats. La valeur F0 reste 
lintensité de fluorescence de la sulforhodamine B mesurée avant ajout de la protéine mais 
lintensité de fluorescence maximale utilisée (Fmax) nest pas celle mesurée après ajout de 
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Triton X100 (FTriton) mais celle mesurée à 600 s de cinétique pour le ratio L/P 100 de 
chaque type de vésicules lipidiques. Ce ratio L/P a été choisi car dans ces conditions 
lintensité de fluorescence de la sulforhodamine B atteint rapidement un plateau dont 
lintensité de fluorescence correspond au maximum obtenu sur la gamme de L/P testée ; 
lefficacité de perméabilisation ((F-F0)/(Fmax-F0))est alors de 1. Les résultats obtenus sont 
présentés dans la Figure 62. Le temps 0 s est le temps de la cinétique auquel la protéine a 
été ajoutée dans le milieu. 
 
Figure 62 : Cinétique de perméabilisation de vésicules lipidiques anioniques (EPC/EPA, 9 :1) 
par Tm à pH 4. Les cinétiques sont effectuées à différents ratios molaires Lipide/Protéine (L/P) 
pour Tm en présence de SUVs (A), LUVs de 100 nm (B); 170 nm (C) et 280 nm (D) de diamètre. 
La normalisation pour chaque type de vésicule lipidique est effectuée par rapport à lintensité de 
fluorescence de la sulforhodamine B mesurée à 600 s mesurée pour le ratio L/P 100. Pour les 





Cas particulier des SUVs en présence de Tm 
 
Nous navons pu effectuer le même type de normalisation pour les expériences 
réalisées en présence de SUVs, car à L/P 100, lintensité de fluorescence de la 
sulforhodamine B continue daugmenter même après 1200 s de cinétique. Nous avons 
donc choisi, dans ce cas précis dutiliser lintensité de fluorescence au plateau mesurée 
avec des LUVs de 100 nm de diamètre pour effectuer la normalisation. Cest pourquoi sur 
la Figure 62A, lefficacité de perméabilisation obtenue à L/P 100 nest pas de 1 mais 
denviron 0,5 après 600 s de cinétique. Le taux de perméabilisation des SUVs anioniques 
varie très peu pour les ratios L/P compris entre 5000 et 500 pour lesquels elle est inférieure 
à 0,1 après 600 s. Elle ne varie significativement que lorsque le L/P est inférieur à 300. 
Enfin, à L/P 100, lefficacité de perméabilisation continue de croître à 600 s de cinétique, 
ce qui nest pas le cas pour les LUVs. Ceci indique que le relargage de la sulforhodamine 
B nest pas complet à ce stade. 
 
De plus, des expériences de diffusion dynamique de la lumière (DLS) ont montré 
quà pH 4, la taille apparente des SUVs augmente avec le temps. La Figure 63 montre un 
exemple de lévolution du diamètre apparent des SUVs en présence de Tm. Cela indique 
que les SUVs sagrègent. Dans le cas des LUVs la taille névolue pas dans le temps après 
ajout de Tm. Le diamètre des différents types de vésicules lipidiques est indiqué dans le 
Tableau 3. La taille apparente des LUVs reste globalement la même en présence de Tm à 
pH 7 et à pH 4. Ces vésicules sont perméabilisées à pH acide, mais leur intégrité nest donc 
pas altérée. Ainsi, il apparaît que le mode dinteraction de Tm avec les SUVs diffère de 
celui qui intervient en présence de LUVs. Pour cette raison, nous ne comparerons par la 





Taille théorique Vésicules seules + Tm à pH7 (L/P 1000) 
+ Tm à pH4 
(L/P 1000) 
SUV 48,1 ± 2,7 nm 51,9 ± 2,3 nm Voir figure ci-dessous 
100 nm 98,2 ± 4,9 nm 102,2 ± 6,3 nm 103,8 ± 5,7 nm 
170 nm 174,2 ± 12,7 nm 170,2 ± 15,7 nm 177,8 ± 11,3 nm 
280 nm 288,1 ± 23,1 nm 294,1 ± 20,7 nm 296,6 ± 25,1 nm 
 









Figure 63 : Evolution du diamètre des SUVs en 
fonction du temps. Exemple de profil de variation du 
diamètre des SUVs en présence de Tm à pH 4 et à un 







LUVs à différents ratios L/P 
 
Le témoin, en noir sur la Figure 62, correspond à lévolution de lintensité de 
fluorescence de la sulforhodamine B pour les vésicules lipidiques anioniques seules en 
solution. Dans ce cas, le suivi du ratio (F-F0)/(Fmax-F0) rend compte de la « fuite » de la 
sulforhodamine B hors des vésicules lipidiques. Ce témoin permet de savoir si la 
perméabilisation observée en présence de Tm est significative. Dans ce cas, la comparaison 
des témoins respectifs avec les différentes conditions testées montre que Tm est capable de 
perméabiliser les LUVs quel que soit leur diamètre (100 nm, 170 nm et 280 nm) (Fig. 62B-
D). Lefficacité de perméabilisation pour un même type de LUVs est effectivement 
dépendante du ratio L/P. Plus le ratio L/P est élevé plus le nombre de lipides par protéines 
est élevé. Par conséquent, le nombre de protéine par vésicule lipidique diminue avec 
laugmentation du ratio L/P. Il en résulte que lefficacité de perméabilisation diminue avec 
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laugmentation du ratio L/P. La même expérience a été réalisée avec DT (résultats non 
montrés). 
 
Comparaison des cinétiques obtenues à L/P 500 
 
La Figure 64 représente les résultats obtenus au ratio L/P 500 pour Tm et DT. Le 
choix du ratio Lipide/Protéine est basé sur deux critères majeurs que sont la vitesse de la 
cinétique et le taux de sulforhodamine B libérée des vésicules lipidiques après 600 s de 
cinétique. Le ratio L/P 500 est un bon compromis entre ces deux critères, qui permet 
dobserver déventuelles différences entre les différentes conditions étudiées ici. Dautre 
part, Pour nous assurer que cet effet de la taille des vésicules lipidiques sur linteraction 
avec Tm nétait pas dû à un biais provenant de lexpérience nous avons utilisé un témoin : 
le domaine de translocation de la toxine diphtérique (DT). Son mode dinteraction avec les 
membranes est caractérisé et la perméabilisation de vésicules lipidiques par DT nest pas 
dépendante de la courbure des vésicules lipidiques (Chenal et al., 2002 ) (Montagner et al., 
2007). Il est dépendant du pH. Cest un processus qui a lieu en deux étapes : dans un 
premier temps, entre pH 7 et pH 6, le domaine de translocation de la toxine diphtérique se 
lie aux membranes de façon superficielle, puis avec lacidification du pH DT sinsère plus 
profondément dans la bicouche lipidique, ce qui va entraîner la perméabilisation des 
vésicules lipidiques.  
  
 
Figure 64 : Cinétique de perméabilisation de LUVs anioniques (EPC/EPA, 9 :1) par Tm et DT à 




Pour les cinétiques réalisées en présence de DT (Fig.64B), le ratio (F-F0)/(Fmax-F0) 
croît rapidement dans une première phase ; laugmentation du ratio est de 0,2 en 50 s pour 
tous les types de LUVs utilisés. Puis dans une deuxième phase, lévolution est plus lente, et 
un plateau est atteint après 150 s. Les cinétiques effectuées en présence de DT montrent un 
profil similaire pour tous les types de LUVs utilisés. En effet, quelle que soit la taille des 
LUVs avec lesquelles DT est mis en contact, lévolution du ratio (F-F0)/(Fmax-F0) est 
similaire. La valeur du ratio (F-F0)/(Fmax-F0) calculée pour les LUVs de 280 nm de 
diamètre est de 0,8 au plateau contre 1,0 pour les deux autres types de LUVs utilisés. Cette 
différence est due à lerreur induite par la normalisation, cest pourquoi ce sont les 
dépendances en temps qui sont comparées et non la valeur des ratios (F-F0)/(Fmax-F0) à un 
temps donné. 
Dans le cas de Tm (Fig. 64A), le ratio (F-F0)/(Fmax-F0) augmente encore après 400 s 
de cinétique pour les trois tailles de LUVs. La perméabilisation des LUVs par Tm est donc 
plus lente que celle de DT. Dautre part, lobservation de lévolution du taux de 
perméabilisation des LUVs par Tm montre que les cinétiques sont plus lentes pour Tm en 
présence de LUVs de 100 nm de diamètre. Les cinétiques de perméabilisation de LUVs 
anioniques par Tm sont donc dépendantes de la taille des vésicules lipidiques. 
Cette étude est effectuée à un ratio molaire L/P fixe pour Tm en présence de 
vésicules lipidiques de différentes tailles contenant donc des quantités différentes de 
lipides. La variation de la taille des LUVs utilisées implique la variation du nombre de 
protéines par vésicules lipidiques. Ainsi pour un ratio molaire L/P 500, dénombre-t-on 200 
protéines pour une LUV de 110 nm, 600 pour une LUV de 170 nm et 1600 pour une LUV 
de 280 nm de diamètre. Par conséquent, il est possible que cette différence en nombre de 
protéines par vésicule lipidique soit la cause de cette dépendance en taille de vésicules 
lipidiques. Il est également possible que cela soit dû à une sensibilité particulière de Tm à 
la courbure des LUVs. Les longues paires dhélices α du domaine de translocation de la 
toxine botulique sont courbées, conférant ainsi une courbure à la protéine dun rayon 
denviron 70 nm. Cette forme particulière est retrouvée dans quelques protéines dont 
linteraction avec la bicouche lipidique est sensible à la courbure de cette dernière (cf. 
« Introduction » B.VI.4). Dans ce cas, linteraction protéine/membrane est plus forte 
lorsque la courbure de la bicouche lipidique est proche de celle de la protéine. 
A ce stade de notre étude, nous ne pouvons déterminer si la dépendance en taille 
observée lors de la perméabilisation des LUVs anioniques par Tm est causée par la 
variation du nombre de protéines par vésicule lipidique entre les différentes conditions 
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testées ou si elle est le seul fait de la courbure des LUVs. Il est également possible que ce 
soit la résultante de ces deux paramètres. 
 
II.4 RESULTATS PRELIMINAIRES : Expériences de pontage au glutaraldéhyde 
 
Plusieurs études ont montré que in vitro, le domaine de translocation de la toxine 
botulique forme un pore multimérique (Fischer & Montal, 2007a, 2007b), (Schmid et al., 
1993) dont les segments transmembranaires ont été définis par calcul de moment 
hydrophobe et prédiction de structure secondaire (Lebeda & Olson, 1994). La question 
sest donc posée de savoir si la protéine recombinante Tm est capable de former des 
oligomères et le cas échéant si ces derniers se forment seulement dans des conditions 
propices à la liaison de Tm à la bicouche lipidique ou sils sont déjà présents en absence de 
membranes.  
 La première approche a consisté en lutilisation du glutaraldéhyde comme agent 
pontant à différents pourcentages massiques à pH 7 et à pH 4 en présence de surfactant 
fluoré (0,15 mM) de façon à garantir la solubilité de Tm (Fig. 65). 









Figure 65 : Expériences de pontage au glutaraldéhyde de Tm en présence de C8FTAC 
(0,15 mM) à pH 7 et pH 4. Les expériences sont réalisées à différents pourcentages de 
glutaraldéhyde (Glut%). La bande observée à 50kDa correspond au monomère de Tm. 
 
La bande majoritaire observée à 50 kDa en absence de glutaraldéhyde correspond 
au monomère de Tm. Les résultats obtenus montrent que à 0,005% et dans une moindre 
mesure à 0,01 % de glutaraldéhyde, le pontage induit principalement la formation 
doligomères denviron 150 kDa à pH 7, ce qui correspond à un trimère de Tm. A pH 4, un 
oligomère correspondant à un trimère est également formé pour des pourcentages de 
glutaraldéhyde inférieurs à 0,025 %. Il semble donc que Tm soligomérise à pH 7 et pH 4 
en présence de C8FTAC. Nous avons ensuite choisi deffectuer des cinétiques de réactions 
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de pontage à un pourcentage fixe de glutaraldéhyde à pH 7 et pH 4 en présence de 
C8FTAC ou de LUVs anioniques. Les pourcentages de glutaraldéhyde utilisés sont 0,01 % 
à pH 7 et 0,025 % à pH 4. Les résultats sont présentés dans la Figure 66.  
 


































Figure 66 : Cinétiques de pontage au glutaraldéhyde de Tm en présence de C8FTAC (0,15 mM) 
et de LUVs anioniques (EPC/EPA 9 :1) à un ratio L/P 1000. Les échantillons prélevés à 
différents temps sont déposés sur un gel SDS-PAGE 8%. La détection de Tm se fait par 
immunodétection avec un anticorps anti-histidine. Les pourcentages de glutaradéhyde sont de 
0,01 % à pH 7 et 0,025 % à pH 4. La bande à 50 kDa correspond au monomère de Tm. 
 
Des oligomères de 100 kDa et de 150 kDa se forment à pH 7 pour Tm en présence 
de C8FTAC et de LUVs anioniques. Ces masses correspondent respectivement à des 
dimères et des trimères de Tm. Des bandes de masse intermédiaire apparaissent également. 
Leur masse moléculaire est comprise entre 100 et 150 kDa. Cela ne correspond à aucune 
forme oligomérique de Tm ; mais peut être causé par loligomérisation de formes 
tronquées de Tm. A pH 4, ce sont essentiellement des oligomères de 150 kDa qui sont 
formés en présence de C8FTAC et de LUVs. Ces expériences doivent être réalisées 
notamment dans des conditions pour lesquelles une dépendance en temps de la diminution 
du monomère de Tm (50 kDa) pourra être observée. Ces résultats semblent confirmer la 
formation doligomères de Tm à pH 7 et pH 4, lorsque la protéine recombinante est en 
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A  DISCUSSION 
 
Les toxines bactériennes à activité intracellulaire dites toxines AB, parmi lesquelles 
la toxine diphtérique et la toxine botulique, ont en commun un schéma daction 
(Montecucco et al., 1994). Dans un premier temps, elles se lient à la membrane plasmique 
de leur cellule cible via un récepteur. Cette liaison provoque leur internalisation par 
endocytose. La toxine se trouve alors dans le compartiment endosomal dont lacidification 
conduit à linteraction du domaine de translocation avec la membrane de lendosome. 
Cette interaction conduit soit à la déstabilisation de la membrane soit à la formation dun 
pore transmembranaire. Le domaine catalytique passe alors dans le cytosol de la cellule 
cible pour y exercer son activité. 
 Cependant, malgré un mécanisme général commun, chaque toxine se lie 
spécifiquement à son récepteur à la membrane plasmique de la cellule cible. Ce récepteur 
peut être protéique, comme celui de la toxine diphtérique, lHB-EGF (Heparin Binding-
Epidermal Growth Factor) (Louie et al., 1997) ou ce peut être un double récepteur comme 
celui de la toxine botulique : Syntaxine+ ganglioside. Enfin, il peut également sagir dun 
double récepteur protéique comme dans le cas de lanthrax (ANTRX1 et ANTRX2) 
(Bradley et al., 2001) (Scobie et al., 2003), auquel se lie le prépore constitué dun 
héptamère de lantigène protecteur. Le prépore lie ensuite lune ou lautre ou bien les deux 
composantes enzymatiques de la toxine que sont le facteur létal et le facteur 
oedématogène. La liaison spécifique à un récepteur particulier à la membrane plasmique 
donne aux toxines leur spécificité quant à la cellule cible. 
 Six activités enzymatiques différentes ont été répertoriées. Ainsi, le domaine 
catalytique de la toxine diphtérique catalyse lADP-ribosylation du facteur délongation 
eF2, ce qui a pour conséquence darrêter la synthèse protéique au sein de la cellule. Les 
toxines botuliques sont des endopeptidases à zinc dont lactivité consiste en le clivage 
spécifique dune protéine SNARE inhibant ainsi la libération de neurotransmetteurs. La 
toxine pertussique conduit à lADP-ribosylation des protéines Gi. 
 Linternalisation de ces toxines implique leur passage dans les endosomes, dont 
lacidification permet « lactivation » du domaine de translocation alors apte à transloquer 
le domaine catalytique dans le cytoplasme. Cette « activation » du domaine de 
translocation implique des changements structuraux qui peuvent être de différents types. 
Dans un cas, cest le passage par un état partiellement replié qui permet linteraction du 
domaine de translocation avec la membrane endosomale. Lautre alternative est 
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loligomérisation du fragment B de la toxine et linsertion dans la membrane de 
loligomère conduisant à la formation dun pore au travers duquel le domaine catalytique 
passe pour atteindre sa cible cytosolique. Ceci est observé pour lanthrax et la toxine 
pertussique (Ménétrey et al., 2005) .  
La toxine botulique appartient à la classe des toxines A1B1RT, tout comme la toxine 
diphtérique et lexotoxine A. Elle est structurée en trois domaines distincts de 50 kDa 
chacun : le domaine de liaison au récepteur, le domaine de translocation et le domaine 
catalytique. Son domaine de translocation comprend deux paires de longues hélices α 
(105 Ǻ) et une boucle enserrant le domaine catalytique (Fig.67A). Cette organisation des 
hélices α est différente de celle observée généralement dans la classe A1B1RT. En effet, les 
hélices sont le plus souvent organisées en paquets de forme globulaire, dans lesquels des 
hélices amphiphiles protègent le coeur hydrophobe du domaine de translocation, comme 
cest le cas du domaine de translocation de la toxine diphtérique (Fig.67B).  
 
 
A     B 
Figure 67 : Représentation des domaines de translocation de la toxine botulique (A) et de la 
toxine diphtérique (B). A L es hélices α sont représentées en violet, les feuillets β en jaune et les 
parties non structurées en bleu clair. B Les hélices α amphiphiles colorées en vert et bleu 
représentent respectivement les hélices α TH1 à TH4 et TH5 à TH7. Les hélices α hydrophobes 
TH8 et TH9 sont colorées en rouge. 
 
La forme particulière du domaine de translocation de la toxine botulique laisse 
supposer que son interaction avec la bicouche lipidique pourrait suivre un mécanisme 
différent de celui intervenant pour la toxine diphtérique par exemple. Nous avons choisi de 
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travailler sur le domaine de translocation de la BoNT/A sous forme de protéine 
recombinante afin de caractériser le mode dinteraction du domaine de translocation de la 
toxine botulique avec la bicouche lipidique. 
 
Dans un premier temps nous avons vérifié que la protéine recombinante (Tm) se 
repliait de façon autonome. La caractérisation structurale réalisée à pH 7 par dichroïsme 
circulaire a montré que Tm possède une structure secondaire en hélice α et quelle a 
également une structure tertiaire (« Résultats » B.I.1). Cependant, cette protéine nest pas 
soluble sur une large gamme de pH (pH 6-pH 3), recouvrant celle retrouvée dans le 
compartiment endosomal. Nous avons dû recourir à un surfactant fluoré (C8FTAC) pour 
améliorer la solubilité de Tm à pH acide. Aucun changement de structure na pu être 
détecté en fonction du pH. Le domaine de translocation de la toxine botulique conserve 
donc ses structures secondaire et tertiaire à pH acide contrairement à ce qui est observé 
pour dautres domaines de translocation de toxines de la classe A1B1RT tels que le domaine 
de translocation de la toxine diphtérique qui subit des changements conformationnels 
conduisant à un état partiellement replié à pH acide (Chenal et al., 2002).  
Dans un deuxième temps, la caractérisation de linteraction de Tm avec les 
membranes a été effectuée. Pour ce faire, nous avons utilisé des modèles de bicouches 
lipidiques : les LUVs. Cette étude comprend classiquement des expériences de partition 
« physique » de la protéine suivies par centrifugation. Ces partitions sont basées sur une 
étape dultracentrifugation à la suite de laquelle la protéine en solution reste en suspension 
dans le surnageant alors que les LUVs ainsi que la protéine liée à la bicouche lipidique sont 
dans le culot. Ce type dapproche na pas été possible avec Tm. Ainsi, malgré de nombreux 
essais doptimisation du protocole, la protéine est toujours retrouvée dans le culot après 
centrifugation lors des expériences de contrôle effectuées sur la protéine en présence de 
C8FTAC. Nous avons donc effectué des expériences de liaison à la membrane. Dans ce 
cas, on ne sépare pas physiquement la protéine en solution des protéines liées aux vésicules 
lipidiques, mais on observe la liaison protéine-membrane en utilisant la spectroscopie de 
fluorescence.  
Ainsi, des expériences de FRET entre les Trp de Tm et le groupement Dansyl 
greffé sur la tête polaire dun phospholipide à éthanolamine ont été réalisées. De telles 
expériences donnent une indication sur la proximité entre le donneur, ici la protéine et 
laccepteur, le groupement dansyl. Les expériences réalisées en présence de LUVs 
anioniques (EPC/EPA 9 :1) ont montré que linteraction de Tm avec la bicouche lipidique 
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anionique est dépendante du pH et a lieu pour des valeurs de pH inférieures à pH 5,5. 
Cependant, dans ce type dexpérience, le donneur et laccepteur ne doivent pas être trop 
éloignés pour que le phénomène de FRET puisse être observé ; lorsquils sont distants de 
150 Å, lefficacité du FRET nest plus que de 50 %. Il se peut donc que la protéine soit liée 
à la bicouche lipidique pour des pHs moins acides mais que la distance Trp/Dansyl soit 
trop grande pour quil y ait FRET.  
Afin daffiner la caractérisation de linteraction/insertion de Tm avec des LUVs 
anioniques, nous avons réalisé des expériences dextinction de fluorescence du tryptophane 
par des atomes de brome situés sur les chaînes aliphatiques des lipides (sur les Carbone 9 
et 10). Ces expériences ont montré que lextinction de fluorescence du Trp par les lipides 
bromés est également dépendante du pH. Elle apparaît pour des pHs inférieurs à pH 5,5, 
indiquant que Tm est alors situé au moins en partie, dans le cur hydrophobe de la 
protéine. Ce résultat concorde avec ceux obtenus lors des expériences de FRET 
Trp/Dansyl-DHPE. Dautre part, lajout de 200 mM NaCl permettant de lever les 
interactions de type électrostatique a été effectué lors des expériences dextinction de 
fluorescence du Trp par les lipides bromés. Lintensité de fluorescence du Trp est alors 
devenue similaire quel que soit le pH. Ce résultat indique que Tm nest plus insérée dans la 
bicouche lipidique. Nous ne pouvons toutefois pas déterminer si la protéine est encore liée 
à la bicouche lipidique. En effet, lextinction de fluorescence par le Brome dépend de la 
distance avec le tryptophane. La distance maximale pour quil y ait extinction de la 
fluorescence du Trp par le Brome est de 10 Å. Il se peut quaprès ajout de 200 mM NaCl la 
protéine soit encore liée à la membrane dans la zone des têtes polaires à une distance trop 
grande pour que le brome ait un effet sur lintensité de fluorescence du Trp de Tm. Les 
interactions de type électrostatique sont donc prépondérantes pour linsertion de Tm avec 
la bicouche lipidique.  
Linteraction du domaine de translocation de la toxine botulique est donc 
dépendante du pH et intervient à pH acide, comme cest le cas des autres toxines 
bactériennes de la même famille. Ces toxines transitent par le compartiment endosomal 
lors de leur internalisation dans la cellule hôte. Lévolution de lendosome précoce vers 
lendosome tardif implique une acidification du pH. La régulation de linteraction du 
domaine de translocation par le pH est donc liée à un processus physiologique de la cellule, 
lequel permet à la toxine de délivrer son domaine catalytique dans le cytosol à un instant 
bien défini. 
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La structure de Tm en présence de LUVs anioniques a ensuite été étudiée par 
dichroïsme circulaire, pour des valeurs de pH comprises entre pH 7 et pH 4. Les spectres 
enregistrés dans lUV lointain sont superposables à pH 7 et pH 6 et présentent des minima 
à 208 nm et 222 nm caractéristiques dun repliement en hélice α. Les spectres enregistrés à 
pH5 et pH 4 sont légèrement différents avec un décalage de 2 nm du minimum à 208 nm. 
Ce décalage peut avoir été causé par une « rigidification » des hélices α conséquente à une 
augmentation de la compaction de la protéine ou bien être un artefact dû à laugmentation 
de la diffusion des LUVs à pH acide. Par conséquent, nous considèrerons ces variations 
comme étant non significatives. Les spectres enregistrés dans lUV proche montrent que 
Tm conserve une structure tertiaire en présence de LUVs anioniques même à pH acide. 
Daprès les expériences de dichroïsme circulaire, Tm ne subit donc aucun changement 
conformationnel important lors de son interaction avec la bicouche lipidique anionique. 
Cependant les expériences de fluorescence intrinsèque du tryptophane montrent que le 
ratio IF360nm/IF320nm diminue avec lacidification du pH lorsque Tm est en présence de 
LUVs anioniques. La diminution de ce ratio indique que lenvironnement des Trps devient 
apolaire lors de lacidification du pH. Ce changement denvironnement peut avoir trois 
causes possibles. Dans un premier cas, la compaction de Tm augmente lors de 
lacidification du pH, dans un deuxième cas, ce sont des changements de structure 
quaternaire qui entrent en jeu et dans un troisième cas, cest linteraction de Tm avec la 
bicouche lipidique qui explique le changement denvironnement des tryptophanes. A ce 
stade, nous ne pouvons pas déterminer quelle est la cause de ce changement 
denvironnement des Trps de Tm en présence de membrane. Cette détermination est 
dautant plus complexe que la même variation du ratio IF360nm/IF320nm est également 
observée lorsque Tm est en présence de C8FTAC. Toutefois, les expériences dextinction 
de fluorescence du tryptophane par le Brome ont montré que Tm sinsère dans la bicouche 
lipidique à pH acide (pH 5,5). Il semble donc que la diminution du ratio IF360nm/IF320nm lors 
de lacidification du pH, lorsque Tm est en présence de LUVs anioniques soit causée au 
moins en partie par linsertion de la protéine dans la bicouche lipidique. 
Létat fonctionnel des domaines de translocation des toxines bactériennes à activité 
intracellulaire est caractérisé par leur aptitude à perméabiliser la bicouche lipidique. Cette 
interaction permet le passage du domaine catalytique dans le cytosol pour y exercer son 
activité. Ainsi le domaine de translocation de la toxine diphtérique déstabilise au moins la 
membrane de lendosome ou forme un pore pour le passage du domaine catalytique. Dans 
le cas de lanthrax cest un pore composé dun heptamère du fragment B qui se forme.  
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Dans tous les cas, lapparition de la forme fonctionnelle induit une perméabilisation 
des membranes, par déstabilisation de la bicouche lipidique ou formation dun pore de 
taille définie. Un moyen détudier lapparition de la forme fonctionnelle du domaine de 
translocation de la toxine botulique est donc deffectuer des expériences de 
perméabilisation de vésicules lipidiques. Ces dernières ont montré que Tm est capable de 
perméabiliser des LUVs anioniques à pH acide dès pH 5,5. La vitesse de perméabilisation 
des LUVs anioniques est optimale aux alentours de pH 4. Ainsi, la forme fonctionnelle du 
domaine de translocation de la toxine botulique apparaît dès pH 5,5. Cette valeur de pH est 
corrélée avec celle observée lors des expériences de liaison à la membrane de Tm. Dautre 
part, les expériences réalisées en présence de LUVs globalement neutres ont montré que la 
perméabilisation débute à pH plus acide et que la vitesse optimale de perméabilisation dans 
ce cas est ~15 fois moindre quen présence de LUVs anioniques. Cela indique que les 
interactions de type électrostatique jouent un rôle majeur dans la perméabilisation des 
vésicules lipidiques par Tm. Ce résultat est en bonne corrélation avec les expériences 
dextinction de fluorescence et de FRET pour lesquelles linteraction de Tm avec la 
membrane se fait à pH plus acide lorsque la bicouche lipidique est globalement neutre.  
La forme active de Tm apparaît donc à pH acide. Lapparition de cette forme active 
semble concomitante avec la liaison de Tm avec la membrane, comme le montrent les 
expériences de FRET et dextinction de fluorescence du tryptophane par les lipides 
bromés. Aucun changement structural détectable par dichroïsme circulaire nest associé à 
lacidification du pH et à linteraction de Tm avec la bicouche lipidique. Cette 
conservation de la structure est assez inédite pour les toxines A1B1RT, parmi lesquelles on 
trouve la toxine diphtérique. Le comportement de Tm en présence de membranes semble 
plus proche de celui observé pour les toxines de type A1B5 ou A3B7 dont fait partie 
lanthrax. Pour ces dernières, la perméabilisation de la bicouche lipidique est causée par la 
formation dun pore nécessitant loligomérisation du fragment B de la toxine. Cette 
hypothèse serait en bonne corrélation avec les résultats des expériences de dichroïsme 
circulaire et de fluorescence intrinsèque du Trp. Ces expériences ont montré que Tm 
conserve ses structures secondaire et tertiaire même à pH acide. De plus, lenvironnement 
des Trps de Tm devient plus apolaire lors de lacidification du pH même en labsence de 
membranes.  
La structure particulière de Tm présente également des similarités avec des 
protéines dont linteraction avec la bicouche lipidique est sensible à la courbure telles que 
les domaines BAR de lamphiphysine II par exemple (Peter et al., 2004). Ces dernières 
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sont constituées de longues hélices α coudées conférant une courbure intrinsèque à la 
protéine selon son grand axe (« Introduction » B.VI.4) (Fig. 68). Cette courbure est 
dautant plus prononcée lors de leur dimérisation. Linteraction des dimères de domaines 
BAR avec la bicouche lipidique est sensible à la courbure de cette dernière. En effet, une 
courbure de membrane adaptée à celle de la protéine va favoriser un plus grand nombre 
dinteractions entre les domaines BAR et la bicouche lipidique ; linteraction est alors plus 
forte quen présence dune bicouche plane par exemple Cette interaction induit également 
des déformations de la bicouche lipidique. Ainsi les domaines BAR des amphyphisines et 
des endophilines conduit à la formation de tubes lors de leur interaction avec les 
membranes (Farsad et al., 2001), (Richnau et al., 2004).  
 
Figure 68 : Représentation dun dimère de domaines BAR damphyphisine. La 
courbure intrinsèque de la protéine est représentée en gris. Tiré du site internet 
http://www.endocytosis.org/F-BAR_proteins/BAR-Superfamily.html. Chaque monomère est 
composé de trois hélices α (une verte, une rouge et une bleue). Les couleurs plus soutenues 
indiquent les zones du dimère dont la charge est globalement positive. 
 
Afin de vérifier si Tm est également sensible à la courbure de la bicouche lipidique, 
nous avons réalisé des expériences de perméabilisation de LUVs de différentes tailles par 
Tm. Ces LUVs ont un diamètre moyen de 100 nm, 170 nm et 280 nm. Ces expériences ont 
montré que la perméabilisation par Tm à pH 4 de vésicules lipidiques anioniques est 
dépendante de leur taille. Cette sensibilité à la taille des LUVs peut être due à la courbure 
intrinsèque de la protéine dont linteraction avec les membranes ne serait optimale quavec 
des membranes dont la courbure correspond à celle de Tm. Dans cette hypothèse, la 
sensibilité à la courbure de la membrane permettrait outre le pH, de réguler linteraction de 
Tm avec la membrane. En effet, la toxine botulique est internalisée au niveau de la 
jonction neuromusculaire vraisemblablement au niveau de vésicules synaptiques après 
quelles aient libéré leur contenu. Une des voies possibles du recyclage des vésicules 
synaptiques implique le passage par les endosomes. Les tailles de ces différentes vésicules 
lipidiques sont différentes. Une vésicule synaptique a un diamètre moyen de 50 nm, alors 
que les endosomes au cours de leur évolution, changent de taille et de forme. Ainsi, lorsque 
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la toxine botulique se trouve dans la vésicule synaptique, son interaction avec la membrane 
est inhibée par la courbure de ce type de vésicules. Ce ne serait que lorsque la toxine se 
trouverait dans le compartiment endosomal, que toutes les conditions nécessaires à 
linteraction du domaine de translocation avec la membrane seraient réunies -pH acide et 
courbure optimale- pour la perméabilisation. La seconde possibilité pouvant expliquer la 
dépendance en taille de linteraction réside en loligomérisation de Tm. En effet, les 
expériences de perméabilisation de vésicules lipidiques de différentes tailles ont été 
effectuées à un seul ratio L/P. Dans ces conditions le nombre de protéines par vésicule 
lipidique varie. Ainsi à L/P 500, on compte 200 Tm pour un LUV 100 nm, 600 Tm pour 
une LUV 170 nm et 1600 Tm, pour une LUV 280 nm. Dans le cas où loligomérisation de 
Tm serait un préalable à son interaction avec la bicouche lipidique, il est probable que le 
nombre de protéines disponibles pour interagir avec les LUVs de différentes tailles soit un 
facteur limitant de la perméabilisation. Enfin il se peut également que ces deux facteurs 
influencent de façon concomitante la perméabilisation de la bicouche lipidique par Tm.  
De récents résultats obtenus par le groupe Mauricio Montal (Fischer & Montal, 
2007a, 2007b) suggèrent que le domaine de translocation de la toxine botulique forme un 
pore à travers la membrane plasmique. Le domaine catalytique passerait à travers ce pore 
sous une forme partiellement repliée et son repliement serait assisté après passage de 
lautre côté de la bicouche lipidique par la partie du domaine de translocation dépassant de 
la membrane (Koriazova & Montal, 2003). Des études menées in vitro ont montré que le 
canal formé par le domaine de translocation de la toxine botulique est un tétramère 
(Schmid et al., 1993). Les segments transmembranaires impliqués dans la formation du 
pore ont été prédits par calcul de moment hydrophobe et prédiction de structure secondaire 
(595-614, 627-645, 648-691) (Fig. 3A) (Lebeda & Olson, 1994).  





Figure 69 : Représentation des régions potentiellement transmembranaires du domaine de 
translocation de la toxine botulique. A Les séquences prédites par Lebeda & Olson : en bleu : 
segment 648-591, en orange : segment 627-645, en rouge : segment 595-614. B. Localisation du 
peptide étudié par Oblatt-Montal et collègues (659-691). 
 
Plus particulièrement le peptide correspondant à la région 659-691 (Fig. 3B) a été 
étudié expérimentalement (Oblatt-Montal et al., 1995) (Fig. 9 « Introduction » A.VI.2). Ce 
peptide est capable de sinsérer dans la bicouche lipidique. Cette région du domaine de 
translocation nest pas structurée et pourrait être impliquée dans la formation des pores en 
jouant un rôle dans loligomérisation des domaines de translocation. Limplication de 
régions non structurées dans la formation de pores multimériques a été observée 
notamment pour lanthrax. Dans ce cas, linteraction de boucles entre monomères 
adjacents permet la formation du pore actif (Fig. 70). Sur la base des ces études il semble 
donc raisonnable de supposer que la dépendance en taille de perméabilisation par Tm serait 
plutôt due à loligomérisation de Tm.  
 




Figure 70 : Formation du pore dans le cas de lanthrax. A. Représentation dun monomère 
dantigène protecteur. Les boucles dites K397 et D426 sont représentées en bleu et rouge 
respectivement. B Schémas du prépore et du pore actif formé par un heptamère de lantigène 
protecteur. Linteraction de la boucle K397 dun monomère avec la boucle D426 dun autre 
monomère permet la formation du pore actif. Daprès Melnyk & Collier, 2006. 
 
Des expériences de pontage au glutaraldéhyde de Tm sont en cours au laboratoire 
afin de mettre en évidence cette oligomérisation. Les premiers résultats sont présentés dans 
les Figures 65 et 66. Ils semblent indiquer que la protéine recombinante forme des 
oligomères à pH 7 et pH 4 en présence de C8FTAC ainsi que lorsquelle est en présence de 
LUVs anioniques. Il semble que ces oligomères sont des trimères, mais cela reste à 
confirmer, notamment en renouvelant ces expériences de pontage au glutaraldéhyde mais 
également en utilisant de nouveaux agents pontants et en utilisant la technique de 
chromatographie dexclusion. 
Ainsi, la dépendance en taille observée lors des expériences de perméabilisation 
serait due, au moins en partie à loligomérisation de la protéine. Cependant, dans ces 
expériences il semble que la formation dun trimère de Tm soit prépondérante, ceci semble 
en désaccord avec ce qui a été observé par microscopie électronique pour la toxine entière 
(Schmid et al., 1993). Cela pourrait être dû au fait nous travaillons avec une partie de la 
toxine et non avec la toxine entière.  
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B  PESPECTIVES 
 
Les premiers résultats montrent que Tm est capable de former des oligomères de 
taille définie (150 kDa) qui correspondent à des trimères (Fig. 65 et Fig. 66). Ces résultats 
doivent cependant être encore confirmés. De plus ils sont en désaccord avec les études 
précédentes dans lesquelles il a été proposé que la toxine botulique forme un pore 
transmembranaire composé de quatre neurotoxines.  
Aucun changement de structure de Tm na pu être mis en évidence par dichroïsme 
circulaire et fluorescence. Il est toutefois possible que des changements conformationnels 
surviennent, qui ne puissent être détectés par ces techniques spectroscopiques. Ce serait le 
cas de changements dans la structure quaternaire par exemple. Des expériences de 
protéolyse ménagée analysées par spectrométrie de masse sont actuellement en cours au 
laboratoire. Elles sont réalisées à pH 7 et pH 4 pour Tm en présence de C8FTAC et en 
présence de LUVs anioniques. Elles ont pour but de détecter des différences dans les 
profils de digestion enzymatique qui pourraient être dues à des changements 
conformationnels. Lanalyse des différents profils obtenus sera effectuée par spectrométrie 
de masse. La cartographie de Tm a déjà été effectuée au sein du laboratoire de 
Spectrométrie de Masse des Protéines de lIBS dirigé par Eric Forest. 
Afin de mieux localiser les zones impliquées dans la liaison de Tm à la bicouche 
lipidique, létude de mutants a débuté. Les mutations portent sur les Trps de Tm. En effet, 
si les signaux de fluorescence sont différents lorsquun Trp est muté, cela signifie que ce 
dernier est situé dans une zone impliquée dans linteraction avec la bicouche lipidique. Des 
expériences déchange Hydrogène/Deutérium analysées par spectrométrie de masse sont 
également prévues dans ce but. Le principe de ces expériences est décrit dans la partie 
« Apomyoglobine ». Elles permettent de localiser les zones dune protéine en interaction 
avec la bicouche lipidique ainsi que son état conformationnel. 
Il a été montré récemment que la boucle du domaine de translocation enserrant le 
domaine catalytique, outre son rôle dinhibiteur de laction enzymatique pourrait jouer un 
rôle dans la translocation (Brunger et al., 2007). Nous prévoyons également détudier le 
rôle de cette boucle grâce à lutilisation dautres formes du domaine de translocation, 
notamment la protéine Ts qui ne contient pas cette boucle. La capacité de Ts à se lier à la 
bicouche lipidique et à la perméabiliser sera étudiée. La comparaison des résultats avec 
ceux obtenus avec Tm permettra de conclure quant à limplication de la boucle dans la 
fonction du domaine de translocation de la toxine botulique. Dans ce même but, il est 
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également prévu détudier le mode dinteraction avec la bicouche lipidique de la protéine 
recombinante contenant les domaines catalytique et de translocation de la BoNT/A. 
Nous envisageons également de cristalliser le domaine de translocation dans sa 
forme Tm, afin de déterminer précisément sa structure lors de son insertion dans la 
bicouche lipidique. Dans ce cadre nous nous intéresserons plus particulièrement à la 
détermination de la zone de Tm insérée dans la bicouche lipidique. Une collaboration a 
débuté avec le Laboratoire de Protéines Membranaires dirigé par Eva Pebay-Peyroula de 






























A - INTRODUCTION 
 
Lapomyoglobine (aMb) est une protéine de 153 acides aminés contenant 8 hélices 
α nommées de A à H. (Fig. 71A) (Griko et al., 1988). Cest le membre le plus étudié de la 
famille des protéines à repliement de type globine. Ce repliement est caractérisé par la 
présence de 6 à 10 hélices α (Holm & Sander, 1993 a et b). Certaines protéines qui sont 
amenées à interagir avec les membranes pour leur fonction font partie de cette famille. 
Cest le cas notamment de certains domaines de toxines bactériennes tels que le domaine 
de translocation de la toxine diphtérique (Fig. 71B) (Choe et al., 1992, Bennet et al., 1994), 
le domaine de formation du pore de la colicines (Fig. 71C) (Parker et al., 1989). Les 
membres de la famille de Bcl-2 (Fig. 71D) (Fesik, 2000), impliqués dans la régulation de 
lapoptose font également partie de cette famille. 
 
 
Figure 71 : Exemples de protéines dont le repliement est de type globine : A Apomyoglobine. B. 
Domaine de translocation de la toxine diphtérique. C. Domaine de formation du pore de la colicine 
E1. D Bcl-2. Le cur hydrophobe de la protéine représenté en rouge (Fig. 71B-D) est littéralement 
pris en « sandwich » entre deux « couches » dhélices α amphiphiles colorées en vert et bleu  
 
La réaction de repliement de laMb est bien caractérisée (Griko et al., 1988), 
(Hughson et al., 1990), (Barrick & Baldwin 1993), (Kataoka et al. 1995), (Gulotta et al., 
2003), (Jamin, 2005). Un intermédiaire partiellement replié est détecté lors de la réaction 
de dénaturation de laMb induite par le pH. La protéine conserve ses structures secondaires 
et tertiaires à pH 6 mais est complètement dénaturée à pH 2. Létat partiellement replié est 
stabilisé à pH 4, il a conservé ses structures secondaires, mais na plus de structure tertiaire 
stable. Ce sont les caractéristiques dun état dit « molten-globule » (Hughson et al., 1990). 
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Dans cet état les hélices A, G et H sont celles dont la stabilité est la plus grande (Eliezer et 
al., 1998).  
La formation dun état « molten-globule » est un phénomène crucial dans linteraction 
avec les membranes des protéines de la famille globine. En effet, la stabilisation de cet état 
partiellement replié induit lexposition au solvant des zones hydrophobes des protéines ce 
qui a pour effet de diminuer les coût énergétique nécessaire aux changements 
conformationnels requis pour linteraction avec les membranes (Chenal et al., 2002), (van 
der Goot et al., 1991).  
 
Le but de ce travail est de caractériser le mode dinteraction de lapomyoglobine avec les 
membranes 
 
B - RESULTATS 
 
I - Effet du pH  
 
LaMb possède deux tryptophanes situés sur lhélice A (Fig. 71A). La longueur 
donde maximale démission de fluorescence du tryptophane (λmax) est sensible à son 
environnement. Cette propriété a été utilisée pour suivre les changements conformationnels 
de laMb en fonction du pH, ainsi que la liaison de laMb aux LUVs. La Figure 72 montre 
la dépendance en pH du λmax pour la protéine en solution (∆) et en présence de LUVs 
anioniques (○). 
 
Figure 72 : Evolution du λmax de laMb en fonction du pH. Pour laMb (1 µM) en solution (∆) 
et en présence de LUVs anioniques (○) EPC/EPA (9 :1) (300 µM). Les expériences sont réalisées 
en présence 30 mM NaCl. 
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A pH 7, la protéine en solution (Fig. 72∆) est dans sa conformation native, la valeur 
de son λmax est située aux alentours de 330 nm. Cela indique que les Trps situés dans 
lhélice A sont dans un environnement relativement hydrophobe. Avec lacidification du 
pH, la valeur du λmax augmente. Une première transition est observée entre pH 7 et pH 4. 
Le λmax atteint une valeur de 334 nm à pH 4 indiquant que les Trps sont légèrement plus 
exposés au solvant. Létat de laMb en solution à pH 4 est très bien caractérisé (Griko et 
al., 1988), (Hughson et al., 1990), (Barrick et Baldwin 1993), (Kataoka et al. 1995), 
(Gulotta et al., 2003), (Eliezer et al., 1998), (Kay et Baldwin , 1998). Dans ces conditions 
de pH, laMb a perdu sa structure tertiaire mais conserve ses structures secondaires. Une 
deuxième transition est observée entre pH 4 et pH 2, pendant laquelle, le λmax augmente 
pour atteindre une valeur proche de 344 nm : les Trps de laMb sont alors très exposés au 
solvant. Cette deuxième transition est à corréler avec la stabilisation de létat 
complètement dépliée de la protéine à pH acide (Griko et al., 1988). 
Les expériences en présence de LUVs anioniques (Fig. 72○) sont réalisées à un 
ratio molaire (Lipide/Protéine) L/P 300. Lévolution du λmax est comparable à celle de la 
protéine en solution entre pH 7 et pH 5,5. En dessous de pH 5, la diminution du λmax 
indique que les Trps prénètrent dans un environnement plus hydophobe. La valeur 
minimale du λmax est atteinte à pH 3,7 (327 nm). Pour des pHs plus acides, le λmax 
augmente à nouveau indiquant que lenvironnement des Trps redevient polaire. Cela est 
sans doute causé par la levée des interactions de laMb avec la bicouche lipidique. Cette 
inhibition de linteraction à pH acide est reliée à la protonation des têtes polaires EPA 
(pKa=2,9) qui a pour effet de changer la charge de la membrane qui devient alors 
globalement neutre dans ces conditions. 
 
II - Caractérisation de linteraction de laMb avec les membranes 
 
Des expériences de suivi du ratio des intensités de fluorescence à 365 et 320 nm 
(F320/F365) ont été effectuées en plus de celles de fluorescence intrinsèque du tryptophane. 
Lutilisation de ce ratio permet dobserver des changements plus fins dans lenvironnement 
des Trps dune protéine. La Figure 73A montre les expériences réalisées pour laMb en 
solution (Fig. 73A∆), en présence de LUVs anioniques à faible force ionique (30 mM 
NaCl) (Fig. 73A○) et en présence de LUVs anioniques à forte force ionique (150 mM 
NaCl) (Fig. 3A●), en fonction du pH. Les expériences représentées dans la Figure 73A○ et 
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∆ sont réalisées dans les mêmes conditions que les expériences de fluorescence intrinsèque 
représentées dans la Figure 72. La comparaison de ces deux types dexpériences montre 
que le λmax et le ratio F320/F365 présentent une dépendance en pH similaire. En présence de 
LUVs anioniques et 30 mM NaCl (Fig. 73A○), le ratio F320/F365 augmente entre pH 5,2 et 
pH 3,5, indiquant que laMb interagit aves les LUVs anioniques dans ces conditions. La 
contribution des interactions de type électrostatique dans la liaison de laMb aux LUVs a 
été étudiée en faisant varier la force ionique. En effet, lorsque la concentration de NaCl est 
plus grande, les charges présentes sont écrantées inhibant ainsi les interactions 
électrostatiques. La Figure 73A● montre les résultats obtenus pour laMb en présence de 
LUVs anioniques et 150 mM NaCl. Dans ces conditions de force ionique, le ratio F320/F365 
augmente à partir de pH 4,8 contre pH 5,2 en présence de 30 mM NaCl. La pénétration des 
Trps dans un environnement plus hydrophobe débute donc à pH plus acide lorsque les 
interactions électrostatiques sont levées. Elle a lieu entre pH 4,8 et pH 3 contre pH 5,2 et 
pH 3 à faible force ionique. 
 
 
Figure 73 : Effet de la charge et de la force 
ionique sur la liaison de laMb aux LUVs en 
fonction du pH. Toutes les expériences ont été 
réalisées à la même concentration daMb 
(1 µM), en solution (triangles), en présence de 
LUVs anioniques (cercles) ou de LUVs 
globalement neutres (carrés) à faible force 
ioniques (30 mM NaCl) (symboles blancs) et à 
forte force ionique (150 mM NaCl) (symboles 
noirs). A Suivi du ratio F320/F365. Le ratio 
molaire L/P est de 300 pour les expériences 
réalisées en présence de LUVs. B Expériences 
de partition de laMb avec les membranes 
suivies par centrifugation. Le ratio L/P est de 
300. C Dépendance en pH des constantes de 
vitesse de perméabilisation (kperfo) de vésicules 
lipidiques. Les ratios L/P utilisés sont 350 et 
400 pour les LUVs anioniques et globalement 
neutres respectivement. Les constantes de 
vitesse ont été normalisées par rapport aux 
ratios L/P. La flèche en B et C représente le 
début de la liaison de laMb aux LUVs 
détectée par les expériences de partition 
suivies par centrifugation. La flèche en A et C 
correspond au pH pour lequel les changements 






La Figure 73B montre les résultats obtenus lors des expériences de partition de 
laMb avec les LUVs suivies par centrifugation. La proportion daMb liée aux membranes 
(aMbbound/aMbtot) est représentée en fonction du pH. La quantification de la protéine est 
effectuée par mesure de lintensité de fluorescence à 330 nm. Après létape de 
centrifugation les LUVs vont se retrouver dans le culot amenant avec eux la protéine liée à 
la bicouche lipidique. Seule la protéine restée en solution sera alors présente dans le 
surnageant. Ainsi, les mesures dintensité de fluorescence à 330 nm effectuée avant 
centrifugation (F0) et sur le surnageant après centrifugation (F) permettent de déterminer la 
quantité de protéine liée à la bicouche lipidique (aMbbound) qui est alors égale à la 
différence de ces deux intensités de fluorescence (F-F0)/F0. Le ratio aMbbound/aMbtot 
représente donc (F-F0)/F0. 
Les expériences réalisées en présence de LUVs anioniques et 30 mM NaCl (Fig. 73B○) 
montrent que la liaison de laMb débute dès pH 6,5 dans ces conditions. La protéine est 
complètement liée aux LUVs anioniques à pH 5,5. Lorsque les expériences de partition 
sont effectuées en présence de LUVs globalement neutres (Fig. 73B□), une très faible 
liaison à la membrane est détectée aux alentours de pH 3,5. Ce résultat souligne 
limportance des interactions électrostatiques dans linteraction de laMb avec la bicouche 
lipidique. En présence de 150 mM NaCl (Fig. 73B●), la liaison de laMb aux LUVs 
anioniques est légèrement décalée vers des valeurs de pH plus acides.  
Ainsi, les expériences de partition de laMb avec les membranes suivies par 
centrifugation montrent que, en présence de LUVs anioniques et 30 mM NaCl, la liaison 
de laMb à la bicouche lipidique débute dès pH 6,5. Toute la protéine est liée à la 
membrane à pH 5,5. Les changements de fluorescence (Fig. 73A○ et Fig. 72) sont quant à 
eux, observés entre pH 5,2 et pH 3,5. Il semble donc que la liaison de laMb aux LUVs 
anioniques soit un processus à 2 étapes. Dans la première étape, laMb se lie à la 
membrane (pH 6,5-pH 5,5). Cette première étape est délimitée par les deux flèches sur les 
graphiques. Dans la deuxième étape, les tryptophanes de la protéine pénètrent dans un 
environnement plus hydrophobe (pH 5,2-pH 3,5). Le début de la deuxième étape est 
indiqué par une flèche dans la Figure 73A et C. 
Afin de déterminer si la liaison de laMb à la membrane a un effet sur la stabilité 
des vésicules lipidiques, des expériences de perméabilisation ont été effectuées. Létude de 
la perméabilisation des vésicules lipidiques par laMb est effectuée par suivi de la 
libération dun fluorophore, la pyranine, contenu initialement dans les vésicules lipidiques. 
Un « quencher » de la fluorescence de la pyranine, le DPX, est ajouté dans le tampon 
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utilisé pour les expériences. Ainsi, la libération de la pyranine dans le milieu va avoir pour 
conséquence une extinction de sa fluorescence par le DPX. La diminution de lintensité de 
fluorescence de la pyranine reflète donc la perméabilisation des vésicules lipidiques par 
laMb. Le protocole de cette expérience de perméabilisation bien que différent de celui 
employé lors de létude de linteraction de Tm avec la bicouche lipidique, est basé sur le 
même principe : le suivi de lintensité de fluorescence dun fluorophore initalement 
« enfermé » dans des vésicules lipidiques au cours du temps. Les cinétiques de 
perméabilisation permettent ainsi de déterminer la constante de vitesse de perméabilisation 
des vésicules lipidiques par laMb (kperfo). Cest ce qui est représenté dans la Figure 73C. A 
pH neutre, lorsque laMb ninteragit pas avec les membranes, la libération de pyranine 
nest pas observée. A faible concentration en sels en présence de LUVs anioniques 
(Fig. 73C○), la perméabilisation des vésicules lipidiques est détectée à partir de pH 5,5, 
c'est-à-dire lorsque toute la protéine est liée aux membranes (Fig. 73B○). La 
perméabilisation des LUVs anioniques dans ces conditions est également concomitante 
avec le début de changement denvironnement des Trps (Fig. 73A○) qui a lieu lors de la 
deuxième phase de linteraction de laMb avec la bicouche lipidique. Il semble donc que la 
perméabilisation de LUVs anioniques à faible force ionique soit corrélée avec la deuxième 
étape de linteraction de laMb avec les LUVs anioniques. 
LaMb perméabilise très peu les LUVs globalement neutres (Fig. 73C□), ce qui est 
en bonne corrélation avec la faible liaison observée dans la Figure 73B□. De même que 
pour les expériences de liaison (Fig. 73B●), laugmentation de la concentration en NaCl 
induit un léger déplacement du début de la perméabilisation des LUVs anioniques vers des 
pHs plus acides. 
 
III - Effet de laMb sur les vésicules lipidiques lors de son interaction 
 
Le ratio L/P nécessaire à la perméabilisation des LUVs anioniques (L/P ~300) est 
très supérieur à celui requis pour les toxines bactériennes (L/P~3000) (Chenal et al., 2002). 
Une plus grande quantité de protéine est donc requise pour la perméabilisation dans le cas 
de laMb. Le mécanisme de perméabilisation des membranes par laMb pourrait impliquer 
la formation dun pore ou bien la fragmentation des vésicules lipidiques. Dans les deux 
cas, lextinction de la fluorescence de la pyranine serait observée lors des expériences de 
perméabilisation. La fragmentation de vésicules lipidiques par laMb a déjà été décrite 
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(Lee & Kim, 1992) lors dexpériences de microscopie électronique. Ces expériences 
montrent laccumulation de micelles et la formation de larges complexes lors de laddition 
daMb sur des LUVs. La fragmentation des vésicules lipidiques peut être suivie par 
diffusion de lumière. Elle a pour effet de diminuer cette diffusion. Des expériences de 
diffusion de lumière ont donc été effectuées de façon à suivre lévolution de létat des 




Figure 74 : Evolution de la diffusion de la 
lumière de LUVs en présence daMb. A 
Lévolution de la diffusion de lumière est suivie 
grâce au rapport des intensités de lumière 
diffusée avant (I0) et après ajout de protéine (I) 
en fonction du temps. Les cinétiques 
représentées ont été obtenues pour laMb 
(1 µM) en présence de LUVs anioniques (L/P 
350) et 30 mM NaCl à pH 7 et pH 5 et avec le 
domaine de translocation de la toxine 
diphtérique (DT) (100 nM) en présence de 
LUVs anioniques (L/P 3000) pH 5. B. 
Dépendance en pH de lévolution des 





Le domaine de translocation de la toxine diphtérique (DT) a été utilisé comme 
contrôle (Fig. 74A). Les conditions utilisées sont celles connues pour induire la 
perméabilisation de vésicules lipidiques par DT (LUVs anioniques, L/P 3000, tampon 
Citrate à pH 5) (Chenal et al., 2002). Le rapport I/I0 névolue pas en fonction du temps, 
indiquant que la perméabilisation de LUVs anioniques par DT ne passe pas un mécanisme 
induisant la lyse des vésicules lipidiques.  
Dans le cas de laMb, le rapport I/I0 reste également constant en fonction du temps, 
à pH 7 (Fig. 74A). Ce résultat est en bonne corrélation avec les expériences de partition 
suivies par centrifugation (Fig. 73B○) qui ont montré quà ce pH, laMb nest pas lié à la 
bicouche lipidique. A pH 5, le rapport décroît en fonction du temps. Cela signifie que 
lintensité de lumière diffusée diminue avec le temps par rapport à lintensité initiale (I0) 
avant ajout de protéine. La perméabilisation des LUVs anioniques par laMb induit donc 
une fragmentation des vésicules lipidiques. La dépendance en pH de la constante de 
diffusion de lumière (kscat) (Fig. 74B) montre que la fragmentation des LUVs anioniques 
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par laMb débute dès pH 5,5, lorsque la protéine est complètement liée à la bicouche 
lipidique (Fig. 73B○). Cela suggère que laMb se lie dabord aux LUVs anioniques puis les 
fragmente. 
 
IV - Changements structuraux  
 
Des spectres de dichroïsme circulaire dans lUV lointain ont été effectués pour 
observer lévolution de la structure secondaire de laMb lors de sa liaison aux LUVs 
anioniques. La Figure 75 représente les spectres de dichroïsme circulaires dans lUV 













Figure 75 : Spectres de dichroïsme circulaire dans 
lUV-lointain de laMb en présence de LUVs 
anioniques (▬) et en solution (---). La concentration 
en aMb est de 2,5µM pour toutes les expériences. Le 
ratio L/P utilisé est 300.  











Le spectre de létat natif de laMb à pH 7 en solution (Fig. 75A---) possède deux 
minima à 208 nm et 222 nm caractéristiques dune protéine dont les structures secondaires 
sont repliées en hélices α. Le spectre obtenu en présence de LUVs anioniques à pH 7 
(Fig. 75A) est identique à celui obtenu pour la protéine en solution. Dans ces conditions, 
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laMb ninteragit pas avec la bicouche lipidique, il était donc prévisible que la présence de 
LUVs anioniques ninflue pas la structure secondaire de la protéine. Le spectre enregistré à 
pH 5,5 (Fig. 75B---) pour la forme soluble de laMb est similaire à celui obtenu à pH 7 
(Fig. 75A---). Pour la protéine en présence de LUVs anioniques à pH 5,5 (Fig. 75B), il 
ny a pas de différence significative par rapport à la protéine seule en solution au même pH 
(Fig. 75B---). Des changements sont observés sur le spectre de laMb en solution à pH 4 
(Fig. 75C---). Le minimum à 208 nm est légèrement plus prononcé que celui à 222 nm. 
Cela est dû à une diminution du contenu en hélice α de la protéine en solution à pH 4 
(Griko et al., 1988), (Hughson et al., 1990), (Barrick et Baldwin 1993), (Kataoka et al. 
1995), (Gulotta et al., 2003), (Eliezer et al., 1998), (Kay et Baldwin , 1998). Cependant la 
structure secondaire de laMb en solution à pH 4 reste très proche de celle à pH 7. En 
présence de LUVs anioniques à pH4 (Fig. 75C), le minimum à 208 nm est légèrement 
plus prononcé quen solution, signe que la liaison de laMb aux LUVs anioniques stabilise 
la structure secondaire de la protéine. 
 
C  CONCLUSIONS 
 
La liaison de lapomyoglobine à la membrane est donc un phénomène dépendant 
du pH. LaMb interagit avec des LUVs anioniques à pH acide et la présence de lipides 
chargés négativement est nécessaire à la liaison de laMb. 
Deux étapes dépendantes du pH peuvent être distinguées lors du processus 
dinteraction de laMb avec les LUVs anioniques. La première étape a été identifiée grâce 
aux expériences de partition suivie par centrifugation (Fig. 73B). Elle consiste en la liaison 
de laMb à la bicouche lipidique. La seconde étape est quant à elle, associée au 
changement denvironnement des tryptophanes situés dans lhélice A, (Fig. 72 et Fig. 73A) 
et à la perméabilisation des LUVs anioniques. Ces observations suggèrent que laMb est 
insérée plus profondément dans la bicouche lipidique dans cette deuxième étape. Dautre 
part, en accord avec létude de Lee & Kim (1992), la perméabilisation des LUVs 
anioniques à pH acide est associée à leur fragmentation (Fig. 74). Les étapes de 










Figure 76 : Schéma récapitulatif de linteraction de laMb avec la bicouche lipidique. 
Les ovales bleu clair représentent les Trps situées dans lhélice A. A pH 7, laMb est dans sa 
conformation native et ninteragit pas avec la bicouche lipidique. A pH5,5, la protéine est liée à la 
membrane. Puis avec lacidification du pH, un état partiellement replié saccumule. A pH 4, les 
Trps de laMb sont exposés à un milieu hydrophobe et laMb est plus profondément insérée dans la 
bicouche lipidique. 
 
Les spectres de dichroïsme circulaire (Fig. 75) de laMb en fonction du pH 
montrent que la protéine conserve une structure secondaire proche de celle de létat natif 
dans la gamme de pH favorable à son interaction avec les LUVs anioniques. De plus, les 
expériences de fluorescence intrinsèque (Fig. 72) indiquent quun état partiellement replié, 
dit « molten-globule » de laMb est stabilisé en solution à pH 4 et quen présence de LUVs 
anioniques, dans les mêmes conditions de pH, les tryptophanes sont dans un 
environnement hydrophobe. Tout cela laisse suggérer que linteraction de laMb avec les 
LUVs anioniques nécessite la perte de la structure tertiaire de la protéine et la stabilisation 
dun état partiellement replié à cette étape de linteraction avec la bicouche lipidique. Dans 
cet état partiellement replié, la protéine a perdu sa structure tertiaire et conserve seulement 
ses structures secondaires. Il est généralement associé à la liaison des protéines 
amphitropiques aux membranes (van der Goot, 1991), (Zahn et al., 1994 et 1995), 
(Zakharov et al., 1998), (Chenal et al., 2002). Cependant, dans le cas présent nous navons 
pas de preuve directe de la perte de structure tertiaire. 
Lapomyoglobine a donc des caractéristiques communes avec dautres protéines de 
la famille globine telles que certains domaines de toxines bactériennes (Holm & Sander, 
1993a et b). Leur interaction avec les membranes est dépendante du pH et requiert la 
présence de phospholipides négatifs (Parker & Feil, 2005). De plus, cette interaction avec 
les membranes est corrélée avec lapparition dun état partiellement replié qui a les 
caractéristiques de létat dit « molten-globule ». Cette similarité dans le mode dinteraction 
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avec les membranes est particulièrement flagrante avec le domaine de translocation de la 
toxine diphtérique (Chenal et al., 2002) (Montagner et al., 2007). Ainsi, le domaine de 
translocation de la toxine diphtérique (DT) subit des changements conformationnels lors de 
lacidification du pH, conduisant à lapparition dun état « molten-globule » apte à 
interagir avec la bicouche lipidique. Linteraction de DT avec les membranes comprend 
deux étapes tout comme dans le cas de lapomyoglobine. Dans la première étape, la DT se 
lie à linterface de la bicouche lipidique, puis sinsère dans la bicouche lipidique à pH plus 
acide dans une deuxième étape. 
 
Cette étude nous a permis de déterminer le mode dinteraction de laMb avec les 
membranes et de constater que celui-ci est commun avec celui adopté par un grand nombre 
de protéines appartenant à la famille globine (certains domaines de toxines bactériennes, 
les protéines de la famille de Bcl-2). Cependant, nous navons pas déterminé quelles 
étaient les régions de lapomyoglobine en contact avec les lipides ni la conformation de 
laMb liée aux membranes. Pour ce faire, nous avons décidé deffectuer des échanges 























Ces expériences ont été réalisées en collaboration avec le laboratoire de 
spectrométrie de masse des protéines de lIBS à Grenoble dirigé par Eric Forest. 
 
Le but de ce type dexpérience est de mettre au point une méthodologie permettant 
de localiser les régions dune protéine en contact avec les lipides grâce à des expériences 
déchange H/D analysés par spectrométrie de masse. Pour ce faire, nous avons utilisé une 
protéine modèle : lapomyoglobine dont le repliement et le mode dinteraction avec la 
bicouche lipidique sont retrouvés pour certaines toxines bactériennes ainsi que pour les 
membres de la famille de Bcl-2 impliqués dans la régulation de lapoptose. 
 
A - INTRODUCTION 
 
Les échanges Hydrogène/Deutérium (échanges H/D) apportent des informations sur 
la stabilité des protéines. En règle générale ils sont couplés à une analyse par RMN ou 
spectrométrie de masse pour létude de la dynamique et de la structure des protéines en 
solution (Burns-Hamuro et al., 2005), (Cravello et al., 2003 ). Cette méthode a déjà été 
employée pour létude de protéines amphitropiques liées aux membranes ; dans ce cas, 
lexpérience déchange H/D est couplée à la RMN (Pinheiro et al., 2000), (Halskau et al., 
2000), (Chenal et al., 2005). Cela permet de déterminer les régions de la protéine en 
contact avec les lipides au résidu près.  
Cependant, lanalyse par RMN impose quelques limitations, notamment concernant 
le poids moléculaire des protéines. Elle nécessite également que linteraction protéine-
membrane soit réversible, afin de récupérer la protéine seule en solution. Or, il nest pas 
toujours possible de lever facilement de telles interactions comme cest le cas par exemple 
pour le domaine de translocation de la toxine diphtérique. Enfin, la structure tertiaire de la 
protéine doit être stable, ce qui nest possible quen présence de co-facteur (les co-facteurs 
sont également utilisés pour lever linteraction proteine-membrane). La spectrométrie de 
masse permet lanalyse de protéines de hauts poids moléculaires. Sa résolution est plus 
faible que celle de la RMN mais peut être améliorée en ajoutant dans le processus 
danalyse une étape de digestion enzymatique. Lanalyse de la protection contre les 
échanges isotopiques des fragments peptidiques obtenus permettra de localiser les régions 
de la protéine en contact avec les lipides.  
Les expériences déchange H/D couplées à la spectrométrie de masse permettent 
donc la détermination de régions de la protéine en contact avec des lipides et ce sans 
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nécessité de lever linteraction protéines-lipides ou de stabiliser la structure de la protéine 
en solution. Cela en fait donc une méthode intéressante pour la détermination des régions 
impliquées dans linteraction avec la membrane de certaines protéines amphitropiques dont 
linteraction avec la bicouche lipidique requiert le passage par un état partiellement replié 
dit « molten-globule ».  
Pour mettre au point cette méthode nous avons choisi de travailler avec 
lapomyoglobine (aMb) dont le processus dinteraction avec la bicouche lipidique est 
caractérisé (cf. Chapitre précédent). Cette interaction est dépendante du pH et se déroule en 
deux étapes. LaMb se lie dabord superficiellement à la membrane à pH 5,5. Puis avec 
lacidification du pH, un état partiellement replié se forme et saccumule. Cela conduit à 
une insertion plus profonde de la protéine dans la bicouche lipidique à pH 4.  
Nous nous sommes attachés à définir les régions de lapomyoglobine impliquées 
dans linteraction avec des LUVs anioniques au cours des deux étapes décrites 
précédemment.  
 
B - PRINCIPES DES ECHANGES H/D 
 
I - Les protons échangeables 
 
Les chaînes polypeptidiques contiennent différents types de protons (Fig. 77). Trois 
groupes dhydrogène peuvent être distingués : les hydrogènes aliphatiques et aromatiques, 
les hydrogènes labiles des chaînes latérales des acides aminés et les hydrogènes des 
fonctions amino et carboxy-terminale des chaînes polypeptidiques. Le troisième groupe 
comprend les hydrogènes amides des liaisons peptidiques. Les hydrogènes aliphatiques et 
aromatiques ne sont pas échangeables. Contrairement aux hydrogènes labiles des chaînes 




Figure 77 : Les protons dans la protéine : Sont représentés en vert les protons liés de façon 
covalente aux carbones du squelette peptidique et dans les chaînes latérales des acides aminés. 
Ces protons ne sont pas échangeables. Les protons colorés en bleu sur le schéma sont 
échangeables contre un deutéron, mais la vitesse déchange est trop rapide pour quavec le 
dispositif expérimental nous ayons accès à leur échange. Enfin, le dernier type de proton que lon 
peut trouver dans une protéine est représenté en rouge. Il sagit des protons amide de la liaison 
peptidique. Cest leur échange avec les deutérons qui est observé dans ces expériences. 
 
Les hydrogènes échangeables peuvent séchanger avec les hydrogènes dun solvant 
protique ou les deutériums de celui-ci, sil est deutéré. Léchange dun hydrogène contre 
un deutérium a pour conséquence un incrément de masse de la protéine aisément 
observable par spectrométrie de masse. Les vitesses déchange des protons des chaînes 
latérales sont trop rapides pour que les échanges isotopiques puissent être observés. Ce 
nest pas le cas des protons amides. De plus, les hydrogènes des liaisons peptidiques sont 
présents sur toute la longueur de la protéine et leur vitesse déchange est variable dans une 
protéine structurée. Ainsi, le suivi des échanges H/D au niveau des protons amides donne 
des informations sur la structure globale et locale des protéines. Nous expliquerons cela en 
détail plus loin dans ce chapitre. 
 
II - Facteurs influençant la vitesse déchange isotopique 
 
La vitesse déchange isotopique dépend de lenvironnement, de la structure de la 
protéine et de laccessibilité au solvant. Ainsi, les protons amides situés dans des régions 
non structurées dune protéine sont échangés en quelques secondes dans du D2O à pH 
neutre. Dans le cas de protons amides impliqués dans une liaison hydrogène ou enfoui dans 
le cur de la protéine, le temps déchange peut aller jusquà un mois. Il en résulte que la 
vitesse déchange isotopique diminue lorsque les protons amides sont moins accessibles au 
solvant, du fait de leur implication dans des liaisons hydrogènes, de leur enfouissement 
dans le cur de la protéine ou de leur liaison aux membranes. La Figure 78 illustre 










Figure 78 : Schéma des échanges H/D au niveau des protons amides dune protéine. Les 
hydrogènes amides sont représentés en bleu sur la protéine hydrogénée.  
 
Tout cela confère une grande sensibilité des échanges isotopiques des protons 
amides pour la détection et la localisation de régions enfouies dans le cur des protéines 
ou impliquées dans la liaison à la bicouche lipidique par exemple. 
La vitesse déchange H/D est également sensible aux propriétés physico-chimiques 
de lenvironnement. Le pH, la nature des résidus voisins ainsi que la température sont les 
principaux facteurs influençant cette vitesse déchange isotopique. Le pH est sûrement le 
facteur le plus important. Ainsi, les échanges H/D sont-ils le résultat dune catalyse acide 
ou basique par les molécules deau. La constante de vitesse déchange (kex) peut donc être 
exprimée comme la somme de composante acides ou basiques : kex= kH[H+] + kOH[OH-] 
Somme dans laquelle kH et kOH sont les constantes de vitesses déchange en milieu acide et 
basique respectivement. La dépendance en pH des vitesses déchange isotopiques est 
minimale entre pH 2 et pH 3. Cela est illustré dans le Figure 79 avec lexemple dune 
polyalanine. 
 
Figure 79 : Influence du pH sur la vitesse des échanges H/D. Cas dune polyalanine Daprès 
Englander et Kallenbach 1984. 
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En dehors de la zone où les vitesses déchange sont minimales, une modification 
dune unité de pH entraîne une variation de la vitesse déchange dun facteur 10 (Bai et al., 
1993). Les variations de pH sont donc très souvent utilisées pour faire varier les vitesses 
déchange ou encore arrêter les échanges. De même une baisse de température de 10°C 
entraîne la diminution de la vitesse déchange dun facteur 3. 
En plus de leur sensibilité au pH et à la température, les vitesses déchanges des 
protons amides sont également influencées par la polarité et la taille des chaînes latérales 
des résidus voisins. Des mesures de vitesses intrinsèques déchange ont été effectuées par 
RMN pour chaque acide aminé dans diverses séquences peptidiques (Bai et al., 1993). Ces 
expériences ont fourni les valeurs de vitesse déchange intrinsèque pour chaque acide 
aminé dans un environnement peptidique donné. 
 
III - Mécanismes des échanges H/D 
 
Léchange isotopique dans une protéine est relativement complexe du fait de 
linhomogénéité du milieu. Dautre part, un proton amide ne peut séchanger avec le 
milieu que sil est accessible au solvant et nétablit pas de liaison hydrogène avec son 
environnement. Cest le cas de protons amides présents à la surface des protéines et dans 
des régions présentant une certaine flexibilité structurale ou complètement déstructurées. 
Ce cas de figure est cependant rarement rencontré dans une protéine structurée pour 
laquelle les protons amides sont le plus souvent impliqués dans des liaisons hydrogènes 
stabilisant la structure secondaire ou enfouis dans le cur hydrophobe de la protéine. Ce 
sont des dépliements locaux ou à plus grande échelle qui permettent alors de rendre 
accessibles au solvant ces protons (Engen & Smith, 2000). Ces phénomènes ont lieu grâce 
à lagitation thermique qui, même dans des conditions de stabilité optimale pour la protéine 
permet des dépliements de plus ou moins grande amplitude. Dans ces conditions, léchange 
isotopique dun proton amide relativement accessible au solvant nécessitera un dépliement 
local de faible amplitude, celui au niveau dun proton amide plus enfoui nécessitera un 
dépliement global de la protéine de plus grande amplitude. Ainsi la vitesse déchange H/D 




Le mécanisme déchange H/D suit alors le chemin suivant : 





La forme native F est complètement hydrogénée (H). Louverture de sa structure au 
solvant dépend de sa constante de vitesse douverture kop. La protéine dépliée U peut quant 
à elle librement échanger ses protons avec les deutérons du solvant avec une constante de 
vitesse intrinsèque (kint) dépendante uniquement du résidu en question et de ses voisins et 
non de la structure de la protéine. Après léchange, la protéine peut de replier à une vitesse 
kcl.  
Ainsi la constante de vitesse déchange apparente kex peut être décrite par la relation 





Cette équation est simplifiée en considérant que kcl est très grand devant kop pour une 
protéine native. La vitesse déchange variant entre deux limites suivant les valeurs de kint et 
kcl (Hvidt &Nielsen, 1966). 
 
Dans le cas limite appelé EX1, les fluctuations structurales sont lentes devant la vitesse 
déchange : kcl<<kint. La relation (1) sécrit alors : 
(2)      kex= kop 
Les cinétiques de type EX1 sont caractérisées par la corrélation entre échange isotopique et 
dépliement de la protéine, indépendamment du pH. Ainsi à chaque fois quun segment 
polypeptidique se déplie tous les protons amides séchangent avec les deutérons du 







Dans le cas limite EX2, bien plus probable pour une protéine structurée, les fluctuations 
structurales sont beaucoup plus rapides que la vitesse déchange isotopique  kcl >> kint 




Kunf est la constante déquilibre du dépliement de la protéine. La détermination de kex avec 
les valeurs de kint données dans la littérature donne directement accès à Kunf. Ainsi la 
mesure des vitesses déchanges dans le cas dun mécanisme EX2 donne accès à la 
thermodynamique des changements conformationnels : 
Kunf= kex/kint 
 
Par conséquent       ∆GHD= -RTlnKunf 
La mesure de la vitesse déchange donne ainsi accès à la variation dénergie libre de 








D - RESULTATS  
 
I - Cartographie de lapomyoglobine 
 
Cartographier lapomyoglobine est un préalable indispensable aux échanges H/D. 
En effet, lanalyse des peptides obtenus après digestion enzymatique fournit des 
informations à léchelle « locale » sur les échanges H/D. La carte peptidique obtenue après 
digestion de laMb par la protéase de type XIII et la pepsine est représentée dans la Figure 
80. Lanalyse a été réalisée par LC-MS/MS (Liquid Chromatography tandem Mass 
Spectrometry). La digestion à la pepsine (représentée en gris Fig. 80) a permis dobtenir 20 
peptides couvrant la totalité de la séquence de la protéine. Cependant certains dentre eux 
sont très longs. Cela a pour conséquence une baisse dans la résolution pour lidentification 
de ces peptides, donc une perte dinformation sur les échanges H/D ayant eu lieu au niveau 
de ces peptides. Cest pourquoi, nous avons digéré laMb avec une autre protéase : la 
protéase de type XIII (Fig. 80 en noir). La digestion par cette protéase résulte en 27 
peptides, dont lanalyse est également réalisée par LC-MS/MS. Comme après digestion par 
la pepsine, les peptides obtenus après clivage par la protéase de type XIII permettent de 
recouvrir la totalité de la séquence de lapomyoglobine. 
Dautre part, létablissement de la carte peptidique après digestion de laMb par ces 
deux protéases montrent plusieurs peptides chevauchants. Ces peptides ont la propriété 
davoir en commun un morceau de leur séquence soit dans leur partie N-terminale soit 
dans leur partie C-terminale. Ceci est très intéressant, notamment si les régions de la 
protéine pour lesquelles ces peptides chevauchants ont été obtenus, sont impliquées dans 
linteraction de laMb avec la bicouche lipidique. En effet, cela permettrait daugmenter la 




Figure 80 : Carte peptidique de laMb. Les peptides obtenus par digestion par la protéase de type 
XIII (noir) et la pepsine (gris) sont représentés par les flèches en dessous de la séquence de la 
protéine. Les hélices A à H son représentées par des rectangles situés au dessus de la séquence 
correspondante dans la protéine. Les lignes représentent les régions non structurées de laMb. 
 
II - Cinétiques globales déchange H/D 
 
Dans un deuxième temps, les cinétiques dites globales ont été effectuées. Nous 
avons choisi deffectuer des échanges Deuterium/Hydrogène et non Hydrogène/Deutérium. 
Cette méthode est utilisée moins fréquemment (Mandell et al., 1998). Nous lavons 
employé de façon à éviter des re-échanges lors du mélange de la fraction aliquote avec la 
matrice hydrogénée utilisée lors des analyses en MALDI. 
Les cinétiques globales ont pour but dobserver des différences de protection contre 
les échanges D/H lors des cinétiques réalisées pour laMb en solution et en présence de 
membranes. Ces deux valeurs de pH ont été choisies car il a été montré que 
lapomyoglobine interagit avec les membranes dans un processus à deux étapes impliquant 
également des changements conformationnels de la protéine (Vernier et al., 2007). Ce sont 
donc quatre cinétiques déchange D/H qui sont effectuées en parallèle : en solution et en 
présence LUVs anioniques à pH 4 et pH 5,5. Le but est de comparer dune part lévolution 
de la masse moyenne de laMb au cours du temps pour un même pH en solution et en 
présence de LUVs anioniques, mais également de comparer les résultats obtenus à pH 4 et 
pH 5,5.  
Les expériences de cinétique déchange D/H sont réalisées en chambre froide 
(4°C). LaMb complètement deutérée dans un tampon citrate à pD 4 ou pD 5,5 est mise en 
présence de LUVs anioniques (EPC/EPA 9 :1) à un ratio molaire L/P 300. La 
concentration finale en protéine est de 26 µM. Le mélange réactionnel est incubé 2 heures 
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à température ambiante. Léchange isotopique est initié par dilution rapide au dixième dans 
un tampon citrate hydrogéné au pH souhaité. Des fractions aliquotes sont prélevées à 
différents temps (de la minute à lheure). Léchange isotopique est alors arrêté en 
diminuant le pH par addition dacide phosphorique et congélation rapide des fractions dans 
lazote liquide. Les échantillons sont ensuite conservés à -20°C avant analyse par 
spectrométrie de masse MALDI (Matrix-Assisted Laser desorption Ionization). Chaque 
échantillon est décongelé et 0,5 µL sont déposés sur la plaque et mélangés avec la matrice 
du MALDI composée dacide sinapinique. Le mélange est rapidement séché sous flux 
dazote. Le spectre MALDI est ensuite acquis. Trois mesures sont réalisées pour chaque 
échantillon, avec une calibration externe. Cette procédure est répétée pour chaque 
échantillon. Les trois masses mesurées pour chaque temps de cinétique sont moyennées. 
Ainsi, cest lévolution de la masse moyenne qui est représentée en fonction du temps 
(Fig. 81).  
 
Figure 81 : Cinétiques globales déchange D/H à pH5,5 (a) et pH 4 (b) effectuées pour laMB en 
solution et en présence de LUVs anioniques (EPC/EPA 9 :1) à un ratio molaire L/P 300. Les 
inserts montrent les mêmes cinétiques avec une échelle logarithmique pour le temps en abscisse. 
Les symboles ont la signification suivante : aMb en présence de LUVs anioniques à pH 4 (∇); aMb 
en solution à pH 4 (▼); aMb en présence of LUVs anioniques à pH 5.5 (○); aMb en solution à 
pH 5.5 (●). 
 
Lapomyoglobine possède 265 protons échangeables dont 149 protons amides. La 
masse moléculaire de laMb hydrogénée est de 17331 Da. Les masses attendues pour la 
protéine sont donc de 17596 Da et 17480 Da lorsque tous les protons échangeables de 
laMB sont deutérés et seuls les protons amides ont été remplacés par des deutériums 
respectivement. Selon les conditions expérimentales, la masse moyenne de laMb au temps 
0 h de la cinétique varie entre 17470 et 17490 Da. Ces masses mesurées sont très proches 
de celle attendue pour laMb deutérée sur tous ses protons amides (17480 Da). De plus, le 
pourcentage derreur en spectrométrie MALDI-TOF est estimé à 0,1%. Nous pouvons 
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donc considérer que au commencement des échanges isotopiques laMb est complètement 
deutérée uniquement sur ses protons amides. Les protons échangeables des chaînes 
latérales sont donc tous hydrogénés. Leur échange isotopique très rapide, a très 
probablement eu lieu lors du mélange de la fraction aliquote avec la matrice hydrogénée 
lors du dépôt sur la plaque. 
La Figure 81a et b montre que après une minute déchange, les masses moyennes 
sont comprises entre 17385 et 17395 Da selon les conditions expérimentales. Cela signifie 
que nous aurons seulement accès à 40 % de léchange isotopique des protons amides. La 
majorité des protons amides (60 %) a été échangée dans cette première minute de cinétique 
et le dispositif expérimental ne nous permet pas dy accéder. Dautre part, dès une minute 
de cinétique, la masse moyenne mesurée en présence de LUVs anioniques est légèrement 
supérieure à celle mesurée lorsque laMb est en solution, à pH 4 et pH 5,5. Cette différence 
est plus visible dans les inserts de la Figure 81a et b. Cela indique que linteraction de 
laMb avec la bicouche lipidique ralentit les échanges H/D. Cette différence est plus 
prononcée à pH 4. Cela indique une plus grande protection contre les échanges isotopiques 
de la protéine en présence de membranes.  
A pH 5,5 (Fig. 81a), quelques amides sont encore protégés de léchange isotopique 
à 50 h de cinétique. Linsert de la Figure 81b montre les expériences réalisées à pH4. Dans 
ce cas, quelques amides sont encore protégés de léchange H/D au bout de 50 h de 
cinétique. Cependant, la différence de masse pour laMb en solution et en présence de 
LUVs anioniques est denviron 25 Da. Cela laisse supposer que à pH 4, la protection 
contre les échanges H/D est plus grande quà pH 5,5. Ces résultats sont en bonne 
corrélation avec ceux obtenus précédemment (Vernier et al., 2007). En effet, il a été 
montré que laMb interagit avec la bicouche lipidique en deux étapes dépendantes du pH. 
Dans une première étape, entre pH 6,5 et pH 5,5, la protéine se lie à la bicouche lipidique 
de façon superficielle. Avec lacidification du pH laMb subit des changements 
conformationnels conduisant à laccumulation dun état partiellement replié à pH 4, cest 
alors que la protéine sinsère plus profondémment dans la bicouche. Cette insertion plus 
profonde dans la bicouche explique la plus grande protection contre les échanges 




III - Cinétiques locales déchange H/D 
 
Afin de localiser les régions de lapomyoglobine impliquées dans linteraction avec 
la bicouche lipidique, des cinétiques locales ont été réalisées. Léchange isotopique se 
déroule de la même façon que celle décrite pour les cinétiques globales. Cependant une 
étape supplémentaire est ajoutée avant analyse par spectrométrie de masse. Les fractions 
recueillies après 3 h, 6 h, 11 h, 25 h et 34 h de cinétique sont digérées par la pepsine et la 
protéase de type XIII. Ces deux digestions résultent en un recouvrement complet de la 
séquence de laMb (Fig. 80).  
 
III.1 - Détails de profils isotopiques pour des ions doublement chargés : exemple du 
peptide 8-15 
 
La comparaison des profils isotopiques moyens obtenus pour chaque peptide dans 
les différentes conditions testées permet également dobserver sil existe des différences de 
deutération dues à linteraction de laMb avec les LUVs anioniques. Cette analyse des 
cinétiques locales donne une estimation de linfluence des vésicules lipidiques sur la 
vitesse déchange particulièrement dans le cas dions simplement ou doublement chargés. 
La Figure 82 montre les profils isotopiques obtenus pour le peptide 8-15 à pH 4 et pH 5,5 à 
3 h, 11 h et 34 h de cinétique en solution (bleu) et en présence de LUVs anioniques (noir).  
A pH 4, en solution, les profils isotopiques de la protéine en solution sont déplacés vers des 
masses plus faibles tout au long de la cinétique (Fig. 82 bleu). Cela indique que les 
deutérons présents initialement sur le peptide séchangent avec les protons du solvant. Au 
contraire, en présence de LUVs anioniques (Fig. 82 noir), la valeur m/z du profil évolue 




Figure 82 : Détails des profils isotopiques obtenus pour un ion doublement chargé 
correspondant au peptide 8-15. Les différences entre les profils isotopiques du peptide 8-15 sont 
obtenues pour les cinétiques déchange isotopique effectuées pour laMb en présences de LUVs 
anioniques (noir) et en solution (bleu) à pH 4 et pH 5,5 après 3 h, 11 h et 34 h de cinétique. 
 
A pH 5,5, lévolution des profils isotopiques est la même au cours du temps pour 
les cinétiques effectuées sur laMb en solution et en présence de LUVs anioniques. Il est 
remarquable de noter que la diminution de la masse moyenne en présence de LUVs 
anioniques (Fig 82 noir) est plus la conséquence de lélargissement du profil isotopique 
que celle dun réel déplacement du profil vers des valeurs plus faibles de m/z.  
 
Cette évolution est plus visible lorsque les profils isotopiques obtenus à différents 
temps sont superposés pour chaque condition (Fig. 83). Ainsi, en absence de LUVs, le 
déplacement des profils isotopiques vers des valeurs m/z plus faible est évident à pH 4 et 
pH 5,5. En présence de LUVs, à pH 4, le décalage du profil isotopique vers des valeurs de 
m/z est très faible ente 3 h et 35 h de cinétiques. A pH 5,5 en présence de LUVs 
Apomyoglobine 
 183
anioniques, on observe un élargissement du profil isotopique vers des masses plus faibles 
au cours du temps.  
 
 
Figure 83 : Evolution de lenveloppe isotopique du peptide 8-15 en fonction du temps déchange 
D/H : 3 h (rouge), 11 h (vert), 34 h (noir) à pH 4 et pH 5,5. Le profil isotopique du peptide 
complètement hydrogéné est représenté en gris. 
 
Lanalyse des profils isotopiques (Fig. 82 et Fig. 83) permet donc de montrer limplication 
dun peptide dans linteraction avec la bicouche lipidique. 
 
III.2 - Evolution de la masse moyenne de peptides après digestion enzymatique de 
laMB 
 
Lévolution de la masse moyenne de certains de ces peptides est montrée dans la 
Figure 84(a) et (b). Lanalyse des peptides obtenus est réalisée en LC-MS/MS tout comme 
pour la cartographie de laMb. Les peptides sont élués sur une colonne en phase inverse 
(C18) puis analysés directement après séparation. Dans ce cas, lanalyse est réalisée sur un 
spectromètre à trappe à ions et le mode dionisation est lESI (ElectroSpray Ionization). 
Nous ne montrerons ici que quelques exemples de résultats qui illustrent les analyses 
effectuées sur tous les peptides. 
La Figure 84 représente lévolution dans le temps de la masse moyenne de peptides 
couvrant deux régions de lapomyoglobine. La première est lhélice A qui est lhélice à 
lextrémité N-terminale de la protéine et la seconde, lhélice G qui constitue la partie la 
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plus hydrophobe de la protéine. La comparaison des protections contre les échanges 
isotopiques en présence de LUVs à pH 5,5 (cercles) et à pH 4 (triangles) donne des 
informations sur limplication des peptides dans linteraction avec la bicouche lipidique.  
 
 
Figure 84a : Cinétiques déchange D/H locales pour des peptides obtenus après digestion à la 
pepsine ou la protéase de type XIII. Les résultats sont ceux obtenu.pour dess peptides issus de la 
région de lhélice A de laMb. Les graphiques représentent lévolution de la masse moyenne des 
peptides lors de cinétiques allant de 3 h à 34 h déchange isotopique. La numérotation en haut à 
droite de chaque graphique indique le premier et le dernier résidu du peptide dans la numérotation 
de la protéine entière. Les symboles ont la signification suivante : aMb en présence de LUVs 
anioniques à pH 4 (∇); aMb en solution à pH 4 (▼); aMb en présence of LUVs anioniques à pH 
5.5 (○); aMb en solution à pH 5.5 (●). 
 
Lévolution de la masse moyenne des peptides issus de lhélice A est montrée 
Figure 84a. Aucune différence significative de masse nest observée pour le peptide 16-30 
par comparaison des résultats obtenus pour la protéine seule en solution et en présence de 
membranes, à pH 4 et pH 5,5. Le peptide 16-30 nest donc pas impliqué dans linteraction 
de laMb avec la bicouche lipidique. Cela est confirmé par le résultat obtenu pour le 
peptide 18-30 pour lequel la présence de LUVs anioniques na pas deffet sur léchange 
isotopique. La région allant du résidu 16 au résidu 30 de laMb nest donc pas impliquée 
dans une interaction directe entre aMb et bicouche lipidique à pH 5,5 et à pH 4. 
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Concernant la région 8-15 de laMb, la présence de LUVs anioniques induit une 
protection contre les échange isotopiques à pH 5,5 (Fig. 84a disques) et pH 4 (Fig. 84a 
triangles). Cette protection contre les échanges H/D est plus importante à pH 4 quà 
pH 5,5, indiquant vraisemblablement une interaction plus étroite avec la bicouche lipidique 
à pH 4. Cette région de laMb est donc impliquée directement dans linteraction avec les 
LUVs anioniques à pH 5,5 et à pH 4. Ce résultat est confirmé par létude du peptide 
chevauchant 11-15 pour lequel lévolution de la masse moyenne en fonction du temps de la 
cinétique montre également à 35 h de cinétique, une protection contre les échanges H/D en 
présence de membranes à pH 4, mais pas à pH 5,5. En effet, la différence de masse pour 
laMb en solution et en présence de LUVs anioniques dans ce cas, nest pas significative. 
Le résultat obtenu pour le peptide 11-15 permet de mieux définir les régions de 
lhélice A qui interagissent avec la bicouche lipidique. Ainsi, grâce à létude des peptides 
chevauchant 8-15 et 11-15, il est possible de conclure que la région 8-11 interagit avec la 
bicouche lipidique à pH 4 et pH 5,5. Cependant, le peptide 11-15 nétant pas protégé 
contre les échanges isotopiques à pH 5,5, seule la région 8-11 est impliquée dans 
linteraction avec la bicouche lipidique à pH 5,5. La région 16-30 couvrant la partie C-
terminale de lhélice A et une partie de lhélice B nest pas impliquée.  
La Figure 84b montre les résultats obtenus pour la région C-terminale de la protéine 
(hélice G et une partie de lhélice H, résidus 108 à 135). Le suivi de lévolution des masses 
moyennes des peptides 108-114, 108-138, 111-138 montre une protection contre les 
échanges isotopiques à pH4 (triangles), mais pas à pH 5,5 (cercles). Ces régions couvrant 
les hélices G et une partie de lhélice H (108-138) sont donc impliquées dans linteraction 
de laMb avec les LUVs anioniques seulement à pH 4. Cependant létude des peptides 
chevauchant 112-138 et 115-138 indique une très faible protection de ces peptides contre 
les échanges isotopiques à pH 4. Donc, la région 108-111 de laMb (située dans lhélice G) 
est très protégée des échanges isotopiques à pH 4 et la région 108-115 est plus faiblement 
protégée. Cependant, dans ce cas, nous ne pouvons pas déterminer plus précisément 




Figure 84b : Cinétiques déchange D/H locales pour des peptides obtenus après digestion à la 
pepsine ou la protéase de type XIII. Les résultats sont ceux obtenus pour des peptides de deux 
régions de laMb impliqués dans linteraction avec la bicouche lipidique.Les peptides issus des 
hélices G et H de laMb. Les graphiques représentent lévolution de la masse moyenne des peptides 
lors de cinétiques allant de 3h à 34h déchange isotopique. La numérotation en haut à droite de 
chaque graphique indique le premier et le dernier résidu du peptide dans la numérotation de la 
protéine entière. Les symboles ont la signification suivante : aMb en présence de LUVs anioniques 
à pH 4 (∇); aMb en solution à pH 4 (▼); aMb en présence of LUVs anioniques à pH 5.5 (○); aMb 
en solution à pH 5.5 (●). 
 
La caractérisation des deux états de laMb liée aux LUVs anioniques (pH 5,5 et 
pH 4) a été effectuée par échange H/D couplé à la spectrométrie de masse. Elle a 
également été réalisée pour la protéine en solution dans les mêmes conditions de pH. Les 
effets de linteraction de laMb avec les LUVs anioniques ont été détectés à pH 4 et pH 5,5 
(Fig. 83). Les échanges effectués en présence de LUVs anioniques sont plus lents quen 
solution. A pH 5,5, les cinétiques observées en présence de LUVs anioniques sont moins 
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de dix fois plus lentes que celles en solution. A pH 4, les cinétiques sont 100 fois plus 
lentes en présence de LUVs anioniques. Ce résultat est en bonne corrélation avec une 
interaction plus forte de laMb avec la bicouche lipidique dans ces conditions de pH. 
Lanalyse effectuée sur les autres régions de la protéine a montré quelles nétaient pas 
impliquées dans linteraction de laMb avec les membranes. 
 
D  CONCLUSIONS 
 
Les expériences de cinétique déchanges H/D suivies de digestion enzymatique et 
couplées à une analyse par spectrométrie de masse electrospray ont permis de déterminer 
les régions de laMb impliquées dans linteraction avec la bicouche lipidique à pH 4. Ces 
régions correspondent aux hélices A et G. (Fig. 85). A pH 5,5 il a été établi que seule 
lhélice A interagit avec les membranes. A ce pH, laMb est dans une conformation proche 
de celle de létat natif (Vernier et al., 2007). Lhélice G, qui est la partie la plus 
hydrophobe de la protéine est donc enfouie dans le cur hydrophobe de la protéine : elle 
ne peut donc pas interagir avec le bicouche lipidique. La Figure 85 montre les régions de 
laMb impliquées dans linteraction de la protéine avec les membranes. 
 
Figure 85 : Régions de laMb impliquées 
dans linteraction avec les membranes 
(PDB Id 1UFP). Les lettres A à H  
représentent les huit hélices de la 
protéine du N-terminal vers le C-
terminal. Les régions impliquées dans 
linteraction de laMb avec les LUVs 
anioniques sont représentées du jaune au 
rouge pour des interactions faibles à 





Afin de confirmer létat conformationnel de laMb en interaction avec les LUVs 
anioniques à pH 5,5, nous avons comparé les cinétiques effectuée à pH 4 et pH 5,5. 
Cependant la vitesse déchange isotopique est influencée par le pH (cf.§B.2). Ainsi, la 
vitesse intrinsèque déchange isotopique est environ 30 fois plus élevée à pH 5,5 quà 
pH 4. Ainsi, pour un même temps déchange expérimental, le temps effectif déchange à 
pH 5,5 est 30 fois plus élevé que celui à pH 4. Afin de prendre en compte leffet du pH sur 
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la vitesse intrinsèque déchange, nous avons multiplié par 31,4 les temps expérimentaux 
des cinétiques déchange réalisées à pH 5,5 et créé une échelle de temps normalisée 
(Fig. 86). Ainsi la comparaison directe des cinétiques effectuées à pH 4 et pH 5,5 est 
possible. 
La cinétique à pH 5,5 en solution (Fig. 86a ●) est bien plus lente quà pH 4 
(Fig. 86a▼). Cela est dû au fait quen solution laMb est dans un état dit « molten 
globule » à pH 4, à pH 5,5 sa conformation très proche de celle de létat natif protège les 
protons amides des échanges isotopiques. En présence de LUVs anioniques, la cinétique 
globale est plus lente à pH 5,5 (Fig. 86b○) quà pH 4 (Fig. 86b∇) alors que linteraction de 
laMb avec la bicouche lipidique est plus faible. Dautre part, bien que la cinétique soit 
plus rapide à pH 4, elle atteint un plateau plus élevé quà pH 5,5. Cela montre que bien que 
la protéine est partiellement repliée à pH 4, certains protons amides sont encore plus 
protégés des échanges isotopiques que lorsque la protéine est dans une conformation 










Figure 86 : Cinétiques globales déchange D/H 
pour laMb en solution (a) à pH 4 (▼) et pH 5,5 
(●) et en présence de LUVs anioniques (b) à pH 4 
(∇) et pH 5,5 (○). Les échelles de temps ont été 
normalisées (le temps expérimental déchange est 
multiplié par 31,4 à pH 5,5) afin de tenir compte 




Il a été précédemment déterminé que linteraction de laMb avec la bicouche 
lipidique est un processus à deux étapes dépendant du pH (Vernier et al., 2007). Dans une 
première étape, la protéine se lie à la bicouche lipidique. Les expériences de partition 
suivies par centrifugation ont montré que toute la protéine est liée à la membrane à pH 5,5 
(Fig. 73B). Puis avec lacidification du pH linsertion dans la bicouche devient plus 
profonde (Fig. 72 et 73A). LaMb est alors capable de perméabiliser la bicouche lipidique 
(Fig. 73C). A pH 4 laMb est partiellement repliée en solution (Fig. 72) alors quen 
présence de LUVs anioniques les tryptophanes sont dans un environnement hydrophobe, 
suggérant ainsi que linteraction que linteraction de laMb avec les membranes nécessite 
la perte de sa structure tertiaire. Cependant létude biophysique na pas fourni de preuve 
directe de la perte de structure tertiaire de laMb lors de son interaction avec les 
membranes. Les expériences déchange Hydrogène/Deurtérium analysées par 
spectrométrie de masse ont permis de déterminer les régions de laMb en contact avec les 
lipides (Fig. 85). Elles ont également montré que la protéine a une conformation proche de 
létat natif dans la première phase de linteraction (pH 5,5) alors quelle est partiellement 
repliée lors de son insertion dans la bicouche lipidique (pH 4) (Fig. 86). La Figure 87 
récapitule les étapes de linteraction de laMb avec les membranes. 
 
 
Figure 87 : Schéma récapitulatif de linteraction de laMb avec les membranes. A pH 7, la 
protéine est dans sa conformation native et ninteragit pas avec la bicouche lipidique. A pH 5,5, 
laMb interagit avec les membranes via lhélice A et conserve une conformation proche de létat 
natif. A pH 4, la protéine est partiellement repliée ce qui permet à lhélice G dinteragir avec la 
bicouche lipidique conjointement avec lhélice A. Les couleurs de hélices sont les suivantes : 
Hélice A : jaune, Hélice B : orange, Hélice C : rouge, Hélice D : violet, Hélice E : bleu, Hélice F : 
bleu-vert et Hélice G : vert. Les tryptophanes de lhélice A sont colorés en gris. 
 
A pH 7, laMb est dans sa conformation native et ninteragit pas avec la bicouche 
lipidique. Puis à pH 5,5, la protéine dont la conformation est proche de la conformation 
native, se lie à la membrane par lintermédiaire de lhélice A (en jaune Fig. 87). Avec 
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lacidification du pH, laMb perd sa structure tertiaire. Lhélice G (en vert Fig. 87), 
jusqualors enfouie dans le cur hydrophobe de la protéine est alors disponible pour 
interagir avec les membranes. Ainsi, à pH 4, lhélice A interagit avec la bicouche lipidique 
conjointement avec lhélice G : cest la deuxième étape de linteraction de laMb. 
Linsertion de laMb dans la bicouche est alors plus profonde. Le processus de liaison aux 
membranes de laMb possède des caractéristiques comunes avec celui adopté par certaines 
protéines amphitropiques. 
 
Les expériences déchange Hydrogène/Deutérium analysées par spectrométrie de 
masse permettent donc de déterminer les régions dune protéine en interaction avec les 
membranes. Ce type dexpériences donne également des indications sur la conformation de 
la protéine liée à la membrane. A ce jour, nous appliquons cette méthode à létude du 
domaine de translocation de la toxine diphtérique. Linteraction de cette protéine avec la 
bicouche lipidique est également dépendante du pH et requiert des changements 























La toxine botulique est une toxine bactérienne à activité intracellulaire dont laction 
peut être décomposée en quatre étapes. Elle se lie tout dabord à son récepteur à la surface 
de la cellule nerveuse puis est internalisée par endocytose. Son domaine de translocation 
interagit ensuite avec la membrane du compartiment endosomal permettant ainsi le passage 
du domaine catalytique dans le cytosol où il exercera son activité. Létude présentée dans 
ce manuscrit porte sur linsertion du domaine de translocation dans les membranes. Ce 
dernier a été produit sous forme de protéine recombinante (Tm) à partir dun gène de 
synthèse dont la séquence a été optimisée pour lexpression dans E. coli. Les spectres de 
dichroïsme circulaire enregistrés pour Tm à pH 7 en solution, ont montré que la protéine 
possède une structure secondaire majoritairement en hélice α ainsi quune structure 
tertiaire en accord avec la structure cristallographique (Lacy et al., 1998). 
Les expériences de liaison aux vésicules lipidiques suivies par spectroscopie de 
fluorescence ont montré que la liaison de Tm à la bicouche lipidique est dépendante du pH 
et a lieu dès pH 5,5. Lapparition de létat fonctionnel du domaine de translocation a été 
détectéepar des expériences de perméabilisation de vésicules lipidiques. Ces dernières ont 
montré que Tm est capable de perméabiliser des vésicules lipidiques à pH acide. Ce 
résultat est en bonne corrélation avec lhypothèse selon laquelle la neurotoxine botulique 
passerait par les endosomes dont lacidification permettrait linteraction du domaine de 
translocation avec la membrane. La perméabilisation par Tm de SUVs dont le diamètre est 
du même ordre de grandeur que celui des vésicules synaptiques (~50 nm) est très faible 
devant celle observée pour les LUVs. Il semble donc que, outre le pH, la courbure de la 
bicouche lipidique constitue également un niveau de régulation de linsertion de Tm. Ainsi, 
par comparaison avec le trajet suivi par la toxine botulique dans la cellule, on peut 
raisonnablement supposer que cette dernière nest pas « fonctionnelle » dans les vésicules 
synaptiques même lorsque leur pH est acidifié lors de létape daccumulation de 
neurotransmetteur. Le domaine de translocation de la toxine botulique pourrait alors 
sinsérer seulement dans la membrane de lendosome à pH acide.  
La toxine entre dans la cellule nerveuse par les vésicules synaptiques conduisant à 
leur recyclage. Une des voies possibles du recyclage de ces dernières est le passage par les 
endosomes où les conditions de pH et de courbure de la membrane sont favorables à 
linsertion du domaine de translocation.  
Les spectres de dichroïsme circulaire enregistrés lorsque Tm est en présence de 
LUVs anioniques à pH acide ne montrent pas de changements de structure secondaire et 
tertiaire. Ainsi, la protéine ne passe pas par un état partiellement replié pour interagir avec 
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la bicouche lipidique comme cest le cas pour dautres toxines. Il reste néanmoins probable 
que Tm subisse des changements de structure quaternaire lors de son insertion dans les 
membranes ; ces derniers nétant pas détectés par cette technique spectroscopique. Les 
résultats préliminaires des expériences de pontage au glutaraldéhyde vont dans le sens 
dune oligomérisation de Tm. Il semble donc que linteraction de Tm avec les membranes 
passe par une oligomérisation et non par un état partiellement replié comme cest le cas du 
domaine de translocation de la toxine diphtérique. Loligomérisation doit cependant être 
mieux caractérisée. De nouvelles expériences de pontage utilisant dautres agents pontants 
sont prévues ainsi que des expériences de chromatographie dexclusion. Enfin, la 
cristallisation de Tm inséré dans la bicouche lipidique est également envisagée. Cette 
dernière est possible dans ce cas, car la protéine conserve sa structure tertiaire lorsquelle 
interagit avec la bicouche lipidique. Loptimisation des protocoles de purification et létude 
de la stabilité de la protéine à pH acide sont en cours dans ce but. 
 
La structure des protéines amphitropiques est très souvent finement caractérisée en 
solution contrairement à celle de létat lié à la membrane. La difficulté réside 
essentiellement dans létat partiellement replié quadoptent nombre de ces protéines lors de 
leur interaction avec la bicouche lipidique. La mise au point dune méthode danalyse 
dexpériences déchange Hydrogène/Deutérium par spectrométrie de masse nous a permis 
de déterminer les régions de lapomyoglobine en interaction avec les lipides. De plus, ce 
type dexpériences donne des indications sur la conformation de la protéine liée à la 
membrane. 
Lapomyoglobine appartient à la famille des protéines à repliement de type globine 
dont font également partie les membres de la famille de Bcl-2, les domaines de formation 
de pores des colicines, et chez certaines toxines bactériennes comme le domaine de 
translocation de la toxine diphtérique par exemple. 
Linteraction de lapomyoglobine avec la bicouche lipidique est un processus à 
deux étapes dépendant du pH qui présente des caractéristiques communes avec celui 
observé pour dautres protéines de la même famille, dont certains domaines de toxines 
bactériennes. Dans un premier temps, la protéine se lie à la bicouche lipidique (pH 5,5), 
puis avec lacidification du pH, elle sinsère plus profondément (pH 4). Les expériences 
déchange H/D ont été menées sur laMb en interaction avec des LUVs anioniques à 
pH 5,5 et pH 4. Lanalyse par spectrométrie de masse a montré que seule lhélice 
amphiphile A est en contact avec les lipides dans la première phase de linteraction de 
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laMb avec la bicouche lipidique (pH 5,5). Elle a également permis de déterminer que lors 
de sa liaison à la membrane laMb possède une conformation très proche de létat natif. A 
pH 4, lorsque la protéine est plus profondément insérée dans la bicouche lipidique, laMb 
est dans un état partiellement replié et na plus de structure tertiaire stable. Linteraction de 
laMb se fait alors via lhélice A et lhélice G. Lhélice G est hydrophobe et ne devient 
disponible pour linteraction avec la bicouche lipidique que lorsque la protéine a perdu sa 
structure tertiaire. 
Lanalyse déchange H/D par spectrométrie de masse semble donc être une 
méthode prometteuse pour la localisation de régions de protéines en interaction avec la 
bicouche lipidique ainsi que la détermination de la conformation de létat lié à la 
membrane. Cette méthode présente de nombreux avantages. Elle nimpose pas de limite de 
masse moléculaire des protéines, ne nécessite pas la présence dune structure tertiaire 
stable et est donc applicable à des protéines partiellement repliées et sa mise en uvre en 
est relativement aisée. Cette méthode pourra donc vraisemblablement être facilement 
appliquée à un grand nombre de protéines. Nous sommes actuellement en train de 
lappliquer au domaine de translocation de la toxine diphtérique dont linteraction avec la 



























                      10        20        30        40        50        
60            
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     ~~~~~~~aattttactggattgtttgaattttataagttgctatgtgtaagagggataat 
53    
                     N  F  T  G  L  F  E  F  Y  K  L  L  C  V  R  G  I  I  
Tl optimisé  GCATGCCAACTTTACCGGCCTGTTCGAATTCTATAAACTGCTGTGTGTTCGTGGCATTAT 
60    
 
                      70        80        90       100       110       
120         
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     aacttctaaaactaaatcattagataaaggatacaataaggcattaaatgatttatgtat 
113   
               T  S  K  T  K  S  L  D  K  G  Y  N  K  A  L  N  D  L  C  I  
Tl optimisé  CACCAGCAAAACCAAAAGCCTGGATAAAGGCTACAACAAAGCGCTGAACGATCTGTGTAT 
120   
 
                     130       140       150       160       170       
180      
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     caaagttaataattgggacttgttttttagtccttcagaagataattttactaatgatct 
173   
               K  V  N  N  W  D  L  F  F  S  P  S  E  D  N  F  T  N  D  L  
Tl optimisé  CAAAGTGAACAACTGGGACCTGTTTTTTAGCCCGAGCGAAGATAACTTTACCAACGATCT 
180   
 
                     190       200       210       220       230       
240      
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     aaataaaggagaagaaattacatctgatactaatatagaagcagcagaagaaaatattag 
233   
               N  K  G  E  E  I  T  S  D  T  N  I  E  A  A  E  E  N  I  S  
Tl optimisé  GAATAAAGGCGAAGAAATCACCAGCGATACCAACATTGAAGCGGCGGAAGAAAACATTAG 
240   
 
                     250       260       270       280       290       
300      
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     tttagatttaatacaacaatattatttaacctttaattttgataatgaacctgaaaatat 
293   
               L  D  L  I  Q  Q  Y  Y  L  T  F  N  F  D  N  E  P  E  N  I  
Tl optimisé  CCTGGATCTGATCCAGCAGTATTATCTGACCTTTAACTTCGATAACGAACCGGAAAACAT 
300   
 
                     310       320       330       340       350       
360      
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     ttcaatagaaaatctttcaagtgacattataggccaattagaacttatgcctaatataga 
353   
               S  I  E  N  L  S  S  D  I  I  G  Q  L  E  L  M  P  N  I  E  
Tl optimisé  CAGCATCGAAAACCTGAGCAGCGATATTATTGGCCAGCTGGAACTGATGCCGAACATTGA 
360   
 
                     370       380       390       400       410       
420      





Tl natif     aagatttcctaatggaaaaaagtatgagttagataaatatactatgttccattatcttcg 
413   
               R  F  P  N  G  K  K  Y  E  L  D  K  Y  T  M  F  H  Y  L  R  
Tl optimisé  ACGTTTTCCGAACGGCAAAAAATATGAACTGGATAAATACACCATGTTCCACTATCTGCG 
420   
 
                     430       440       450       460       470       
480      
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     tgctcaagaatttgaacatggtaaatctaggattgctttaacaaattctgttaacgaagc 
473   
               A  Q  E  F  E  H  G  K  S  R  I  A  L  T  N  S  V  N  E  A  
Tl optimisé  TGCCCAGGAATTTGAACACGGCAAAAGCCGTATTGCCCTGACCAACAGCGTTAATGAAGC 
480   
 
                     490       500       510       520       530       
540      
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     attattaaatcctagtcgtgtttatacatttttttcttcagactatgtaaagaaagttaa 
533   
               L  L  N  P  S  R  V  Y  T  F  F  S  S  D  Y  V  K  K  V  N  
Tl optimisé  GCTGCTGAATCCGAGCCGTGTGTATACCTTTTTCAGCAGCGATTATGTGAAAAAAGTGAA 
540   
 
                     550       560       570       580       590       
600      
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     taaagcGACCGAAGCGgctatgtttttaggctgggtagaacaattagtatatgattttac 
593   
               K  A  T  E  A  A  M  F  L  G  W  V  E  Q  L  V  Y  D  F  T  
Tl optimisé  CAAAGCGACCGAAGCGGCGATGTTTCTGGGTTGGGTGGAACAGCTGGTGTATGATTTCAC 




                     610       620       630       640       650       
660      
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     cgatgaaactagcgaagtaagtactacggataaaattgcggatataactataattattcc 
653   
               D  E  T  S  E  V  S  T  T  D  K  I  A  D  I  T  I  I  I  P  
Tl optimisé  CGATGAAACCAGCGAAGTTAGCACCACCGATAAAATCGCCGATATCACCATCATCATCCC 
660   
 
                     670       680       690       700       710       
720      
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     atatataggacctgctttaaatataggtaatatgttatataaagatgattttgtaggtgc 
713   
               Y  I  G  P  A  L  N  I  G  N  M  L  Y  K  D  D  F  V  G  A  
Tl optimisé  GTATATTGGTCCGGCGCTGAACATTGGCAACATGCTGTATAAAGATGATTTTGTGGGCGC 
720   
 
                     730       740       750       760       770       
780      
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     tttaatattttcaggagctgttattctgttagaatttataccagagattgcaatacctgt 
773   
               L  I  F  S  G  A  V  I  L  L  E  F  I  P  E  I  A  I  P  V  
Tl optimisé  CCTGATTTTTAGCGGTGCCGTGATCCTGCTGGAATTTATTCCGGAAATCGCCATTCCGGT 




                     790       800       810       820       830       
840      
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     attaggtacttttgcacttgtatcatatattgcgaataaggttctaaccgttcaaacaat 
833   
               L  G  T  F  A  L  V  S  Y  I  A  N  K  V  L  T  V  Q  T  I  
Tl optimisé  TCTGGGCACCTTTGCCCTGGTTAGCTACATTGCCAACAAAGTGCTGACCGTTCAGACCAT 
840   
 
                     850       860       870       880       890       
900      
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     agataatgctttaagtaaaagaaatgaaaaatgggatgaggtctataaatatatagtaac 
893   
               D  N  A  L  S  K  R  N  E  K  W  D  E  V  Y  K  Y  I  V  T  
Tl optimisé  TGATAACGCCCTGAGCAAACGTAACGAAAAATGGGATGAGGTGTACAAATACATCGTTAC 
900   
 
                     910       920       930       940       950       
960      
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     aaattggttagcaaaggttaatacacagattgatctaataagaaaaaaaatgaaagaagc 
953   
               N  W  L  A  K  V  N  T  Q  I  D  L  I  R  K  K  M  K  E  A  
Tl optimisé  CAACTGGCTGGCGAAAGTGAACACCCAGATTGATCTGATCCGTAAAAAAATGAAAGAAGC 
960   
 
                     970       980       990       1000      1010      
1020     
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     tttagaaaatcaagcagaagcaacaaaggctataataaactatcagtataatcaatatac 
1013  
               L  E  N  Q  A  E  A  T  K  A  I  I  N  Y  Q  Y  N  Q  Y  T  
Tl optimisé  GCTGGAAAATCAGGCGGAAGCGACCAAAGCGATCATCAACTATCAGTACAACCAGTACAC 
1020  
 
                     1030      1040      1050      1060      1070      
1080     
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     tgaggaagagaaaaataatattaattttaatattgatgatttaagttcgaaacttaatga 
1073  
               E  E  E  K  N  N  I  N  F  N  I  D  D  L  S  S  K  L  N  E  
Tl optimisé  CGAAGAAGAAAAAAACAACATCAACTTCAACATCGATGATCTGAGCAGCAAACTGAACGA 
1080  
 
                     1090      1100      1110      1120      1130      
1140     
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     gtctataaataaagctatgattaatataaataaatttttgaatcaaTCTtctgtttcata 
1133  
               S  I  N  K  A  M  I  N  I  N  K  F  L  N  Q  S  S  V  S  Y  
Tl optimisé  AAGCATCAACAAAGCGATGATTAACATCAACAAATTTCTGAACCAGAGCAGCGTGAGCTA 
1140  
 
                     1150      1160      1170      1180      1190      
1200     
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     tttaatgaattctatgatcccttatggtgttaaacggttagaagattttgatgctagtct 
1193  
               L  M  N  S  M  I  P  Y  G  V  K  R  L  E  D  F  D  A  S  L  
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                     1210      1220      1230      1240      1250      
1260     
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     taaagatgcattattaaagtatatatatgataatagaggaactttaattggtcaagtaga 
1253  
               K  D  A  L  L  K  Y  I  Y  D  N  R  G  T  L  I  G  Q  V  D  
Tl optimisé  GAAAGATGCCCTGCTGAAATACATCTACGATAACCGTGGCACCCTGATTGGTCAGGTGGA 
1260  
 
                     1270      1280      1290      1300      1310      
1320     
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     tagattaaaagataaagttaataatacacttagtacagatataccttttcagctttccaa 
1313  
               R  L  K  D  K  V  N  N  T  L  S  T  D  I  P  F  Q  L  S  K  
Tl optimisé  TCGCCTGAAAGATAAAGTTAACAACACCCTGAGCACCGATATCCCGTTTCAGCTGAGCAA 
1320  
 
                     1330      1340      1350      1360      1370      
1380     
             ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Tl natif     atacgtagataatcaaagattattatctacatttactgaatatattaagaatattattaa 
1373  
               Y  V  D  N  Q  R  L  L  S  T  F  T  E  Y  I  K  N  I  I  N  
Tl optimisé  ATATGTGGATAACCAGCGTCTGCTGAGCACCTTTACCGAATACATCAAAAACATCATCAA 
1380  
 
                     1390      
             ....|....|....|. 
Tl natif     tacttcttaa       1383  
               T  S  *     X  






Annexe 1 : Alignement de la séquence native du domaine de translocation Tl de BoNT/A et de la 
séquence du gène de synthèse optimisé pour lexpression chez E. coli. 
La séquence native du domaine de translocation Tl est en minuscule, celle du gène de 
synthèse est en majuscule. Le vert correspond à une adénine, le rouge une thymine, le noir 
une guanine et le bleu une cytosine. Les bases identiques entre les deux séquences sont 
surlignées. La séquence codante en acides aminés est représentée entre les deux séquences 
dADN. Les cadres noirs représentent les mutations incorporées dans la séquence native 
(en majuscules) avant optimisation, la séquence Shine-Dalgarno 
(gctacggaggca/gcGACCGAAGCG) et la cystéine 791 mutée en sérine. Les flèches 






























Annexe 2 : Purification du domaine Tm par chromatographie daffinité sur colonne de nickel 
A. Electrophorèse sur gel de polyacrylamide 10% coloré au bleu de Coomassie. 
B. Immunodétection après électro-transfert sur membrane avec un Anticorps anti-poly-histidine. 
 
   1. Fraction 10 mM dimidazole 
   2. Fraction 50 mM dimidazole 















































Annexe 3 : Purification de la protéine Tm : étapes :  
A. Electrophorèse sur gel de polyacrylamide 10% coloré au bleu de Coomassie. 
B. Immunodétection après électrotransfert sur membrane avec un anticorps anti-poyl- histidine. 
 
   1 : Dialyse après chromatographie daffinité 
   2 : Chromatographie dexclusion S100 
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Les neurotoxines botuliques (BoNTs), toxines les plus efficaces connues, sont 
responsables du botulisme. Elles inhibent la libération dacétylcholine aux jonctions 
neuromusculaires causant des paralysies flasques. Lors de lintoxication, la BoNT se lie à ses 
récepteurs à la surface des neurones, puis est internalisée par endocytose. Linteraction de son 
domaine de translocation avec la membrane à l'intérieur de compartiments cellulaires acides 
permet le passage du domaine catalytique dans le cytosol. Le domaine de translocation de 
BoNT/A (Tm) a été exprimé à partir dun gène de synthèse. Linsertion de Tm dans la 
membrane et son activité sont dépendantes du pH et apparaissent dès pH 5,5. Aucun 
changement de structure n'est détecté par spectroscopie. Cependant, la formation d'une 
structure quaternaire n'est pas exclue. L'activité de Tm est aussi sensible à la courbure de la 
membrane, ce qui pourrait permettre une régulation supplémentaire de sa fonction. 
 
Lapomyoglobine appartient à la famille des protéines à repliement de type globine, 
comme certaines toxines bactériennes. Son interaction avec la membrane présente de fortes 
homologies avec celle du domaine de translocation de la toxine diphtérique. Ce processus à 
deux étapes (liaison puis insertion) est dépendant du pH et requiert le passage par un état 
partiellement replié. Pour chaque étape, les régions impliquées ont été localisées par des 
expériences déchanges Hydrogène/Deuterium analysées par spectrométrie de masse. La 
liaison à la bicouche se fait par une hélice amphiphile, puis une hélice hydrophobe intervient 
pour linsertion. Cette dernière nest accessible quaprès formation de létat partiellement 
replié. 
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Botulinum neurotoxins (BoNTs), the most potent known toxins, are responsible for 
botulism. They inhibit acetylcholine release at the neuromuscular junction, inducing a flaccid 
paralysis. Upon intoxication, BoNT binds to its receptor at the plasma membrane of neurons 
and is then internalized by endocytosis. Inside acidic compartments, the interaction of its 
translocation domain with the membrane drives the translocation of the catalytic domain into 
the cytosol. The translocation domain of BoNT/A (Tm) was expressed and produced using a 
synthetic gene. Its insertion and activity have been shown to be pH dependent and to occur 
below pH 5.5. No structural change could be detected by spectroscopy. However, the 
formation of a quaternary structure is still possible. The sensitivity of Tm activity to 
membrane curvature has been observed. This could be an additional control to its function. 
 
Apomyoglobin belongs to the globin fold family which counts several bacterial toxin 
domains as members. Its interaction with membranes shares some characteristics with that of 
the translocation domain of diphtheria toxin. It is a pH-dependent two-step process (binding 
and insertion) which requires the accumulation of a partially unfolded state. The protein parts 
involved in each step have been identified using Hydrogen/Deuterium exchanges analyzed by 
mass spectrometry. An amphipathic helix allows the membrane binding, and a hydrophobic 
helix is involved in the insertion step. The last helix becomes available upon formation of the 
partially folded state. 
 
 
